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Résumé
Les urodèles amphibiens, tel l’axolotl (Ambystoma mexicanum) sont les seuls
vertébrés capables de régénérer, tout au long de leur vie, différentes parties de leur corps.
La patte est la structure de choix pour étudier la régénération. De plus, elle est composée de
différents tissus, incluant les os et le cartilage. Bien que l’os représente 50 % de la surface
amputée, seulement 2% des cellules en dérivent lors de la régénération. Cela suggère que
les nouvelles structures squelettiques sont générées à partir d’autres cellules. Notre
hypothèse principale est que le processus d’ostéogenèse lors de la régénération de la patte
est le même que lors du développement. Nous avons ainsi, cloné et caractérisé l’expression
de trois gènes: $ox-9, PTHrP et Cbfa-1, reconnus pour leurs rôles lors des processus
d’ostéogenèse et de guérison osseuse chez les autres vertébrés.
Les processus de guérison osseuse se mettent en place suite à un traumatisme infligé
à l’os ou au cartilage. L’axolotl, reconnue pour pouvoir reformer des membres entiers, est-il
simplement capable de guérir ou régénérer les fractures jointes ou non-jointes?
Les résultats obtenus démontrent que $ox-9, PTHrP et Cbfa-1 sont impliqués autant
lors du développement que de la régénération de la patte chez l’axolotl. Le processus
d’ostéogenèse est donc conservé lors de ces deux processus. Les études de guérison des
fractures, nous permettent de conclure que l’axolotl, comme les autres vertébrés, répare ces
fractures jointes, mais est incapable de guérir des fractures non-jointes de dimension
critique. L’axolotl possède donc les mécanismes de régénération et de guérison normale qui
sont utilisés dans des situations différentes.
Mots clés: $ox-9, PTHrP, Cbfa-1, fractures jointes, fractures non-jointes, hybridation in
situ, double coloration, os, cartilage
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Abstract
The axolotl (Ambystoma mexicanum) is a urodele amphibian with unsurpassed
abilities to regenerate lost body parts throughout its life. The limb is the most studied
appendage in the regeneration field. It’s a complex structure composed of many types of
tissues, including bone and cartilage. Curiously, during regeneration, less than 2% of celis
are derived from bone. This suggests that the new bone is generated from celis other than
the ones in preexisting bone.
The principal objective of this research is to determine the process by which the
axolotl can regenerate their bone structures. During normal bone development there are
many genes and molecules involved. Some of these are of particular interest: $ox-9 is
essential for chondrocyte differentiation, PTHrP is a hormone with a role in bone
maturation and resorption and Cbfa-J is an essential molecule for chondrocyte
differentiation into osteoblasts. Therefore, in order to understand better the formation of
cartilage and bone during limb regeneration., we have cloned and caracterized the
expression of the aformentionned genes. The results shows that those genes are implicated
during development and also during regeneration. Implying a conserved osteogenesis
mechanism in those two processes.
We also asked if axolotls, with their great regenerating skills, are able to heal or
regenerate union and non-union fractures. We demonstrate that axolotls can heal union
fractures but are unable to heal the non-union fractures. We conclude that the axolotl
possess two mecanisms to heal and regenerate its skeleton.
Keys words: Sox-9, PTHrP, Cbfa-1, union fracture, non-union fracture, whole-mount in
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1.1 Concepts de la régénération
C’est au début du 1 8jéme siècle que la première publication sur la régénération est
parue. il s’agissait d’un article sur l’observation du phénomène chez le crabe, revu par
Dinsmore [1, 21. Au cours des années qui suivirent, beaucoup de scientifiques se
penchèrent sur l’étude de ce phénomène étonnant. 11 y a eu Trembley décrivant la
régénération chez les hydres, Darwin chez les planaires et aussi SpaÏlanzani, qui a été le
premier à travailler sur la régénération des vertébrés [3-5]. Aujourd’hui, il y a encore
plusieurs scientifiques qui s’intéressent aux mécanismes permettant de faire repousser une
partie manquante. Mais contrairement aux études anatomiques de leurs prédécesseurs, les
chercheurs actuels sont plus intéressés aux aspects génétiques et fonctionnels de ce
phénomène unique. Ces études sont d’une importance capitale pour tendre vers une
connaissance pltis complète des mécanismes moléculaires et physiologiques qui
interviennent lors de la repousse d’un membre ou d’un organe. Cette science, une fois
comprise, pourrait permettre de repousser les limites de la médecine moderne et ainsi offrir
aux patients ayant subi des amputations, des brûlures ou encore la perte de certains organes.
de nouvelles possibilités de traitements et de remplacements des parties manquantes. Pour
accomplir de tels progrès, il est essentiel de bien comprendre ce qui est déjà connu sur ce
phénomène et comment des organismes aussi évolués que les salamandres peuvent
régénérer des structures aussi complexes que leurs pattes.
La régénération est l’habileté que possède un organisme pleinement développé ou
non de remplacer des tissus, organes ou membres, suite à une blessure ou à une amputation,
par la croissance ou le remodelage de tissu somatique [6]. Certains auteurs, comme
Wallace, en donne une défmition simplifiée qui décrit le phénomène de la régénération
comme étant la formation d’une partie manquante par ce qu’il reste de l’organisme [7].
La régénération est un processus encore bien mal compris et c’est Morgan, en 1901,
qui a été le premier à définir les termes qui s’y rattachent. Il a décrit la régénération comme
pouvant découler de deux principales sources. La première forme de régénération est celle
dite morphallaxique, elle est caractérisée par le remplacement d’un tissu par le remodelage
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des tissus restants, de même que par une absence de division cellulaire au niveau de celui-
ci. L’autre type de régénération, dite éphnorphique, nécessite quant à elle une division
cellulaire pour reformer la partie manquante. On peut diviser la régénération épimorphique
en deux sous-groupes, soit le processus requérant la dédifférenciation cellulaire et celui ne
dépendant pas de celle-ci. Dans le premier cas, les cellules entourant le site d’amputation
doivent reprendre l’état dédifférencié, prévalant lors du stade embryonnaire, pour reformer
la structure manquante. Il n’en est pas de même lors de la régénération épimorphique qui ne
dépend pas de la dédifférenciation des cellules. Dans ce cas, se sont des réserves de
cellules-souches présentes un peu partout dans l’organisme qui migrent au site
d’amputation et qui se différencient selon les besoins [6, 8].
La régénération, morphologiquement parlant, est un phénomène qui peut se dérouler
de deux manières, elle peut être bidirectionnelle ou unidirectionnelle [9]. La première
forme, la régénération bidirectionnelle, est le phénomène qui permet à tous les morceaux
amputés de reformer un organisme à part entière. Par exemple, la queue amputée d’un
planaire peut reformer une tête et vice et versa [6, 9]. L’autre type de régénération est
unidirectionnelle puisque seulement une partie de l’organisme amputé peut reformer la
partie manquante. Pour ce dernier cas, nous prendrons l’exemple de la patte de salamandre
qui, une fois coupée, ne peut reformer le reste du corps de l’animal [9]. L’étude de
différents modèles ayant la capacité de régénérer est importante pour bien comprendre les
différences qui surviennent lors du processus et qui sont propres à chacun.
1.2 La régénération chez les deux embranchements
1.2.1 Les invertébrés
Chez les invertébrés, l’hydre est le modèle par excellence pour décrire la
régénération de type morphallaxique [6]. En effet, lorsque l’on coupe une hydre en deux,
les parties produites ont la capacité de reformer des hydres. Toutefois, les hydres
résultantes seront de plus petites tailles que l’hydre d’origine. Par la suite, dans un milieu
de culture adéquat, les hydres-filles grandiront jusqu’à ce qu’elles aient atteint la taille de
l’hydre d’origine [3, 8]. Depuis les études de Morgan, bien des découvertes sont venues
enrichir les connaissances du processus de régénération des hydres, notamment concernant
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les gènes régulant l’établissement de l’axe antéro-postérieure lors de la régénération [6, 101.
Outre les hydres, les planaires, qui ont fasciné Darwin lors de l’un de ses voyages sont, eux
aussi, dotés de la capacité exceptionnelle de pouvoir régénérer à partir de chacune des
parties amputées.
Au-delà des observations de Darwin, c’est Trembley, il y a une centaine d’années,
qui a fait connaître au monde entier les capacités régénératrices du planaire, sans toutefois
en décrire le processus [3]. Ce n’est que vingt années plus tard que Pallas allait décrire le
mécanisme de régénération des planaires [il]. Les planaires sont des organismes dont la
régénération est non-dépendante de la différenciation cellulaire. En effet, réparties dans tout
son corps, on retrouve des amas de cellules-souches totipotentes. appelées néoblastes.
Lorsqu’il y a perte d’une des parties du planaire, les néoblastes avoisinants le site
d’amputation migrent jusqu’à la blessure et se différencient selon les besoins cellulaires de
l’organisme pour remplacer la partie manquante [6, 8, 12-161. Il s’agit, en fait, d’un mode
de régénération identique à celui prenant place durant les premiers stages du
développement embryonnaire des vertébrés [17J. Avec le récent engouement pour la
recherche sur les cellules-souches, les planaires, dont S. mediterranae, sont devenus des
modèles de régénération tissulaire et de plasticité au cours du processus de la régénération
[12, 18]. En plus du planaire, bien d’autres invertébrés possèdent aussi la capacité de
régénérer certaines de leurs parties, c’est le cas pour les échinodermes, les plathelminthes et
même les insectes [101.
Chez les insectes, c’est sur la drosophile (D. melanogaster), au niveau des disques
imaginaux des pattes, que s’effectuent la plupart des recherches récentes sur la
régénération. Ces disques sont des organes donnant naissance aux différentes parties de
l’insecte (pattes, antennes, ailes, etc.) [191. Lorsque la mouche perd une partie de la patte,
c’est le disque imaginai, situé sur le segment qui précède le site d’amputation qui fournit les
cellules non-différenciées. Celles-ci génèreront le bout de la patte manquant sans qu’on y
note aucune division cellulaire [191. Notons, que seuls les insectes, qui ne traversent pas un
stade pupal*, possèdent de telles capacités de régénérer une fois adulte [10]. Les
invertébrés sont très nombreux et une grande majorité de ceux-ci sont capables de régénérer




Chez les vertébrés, il y a très peu d’organismes capables de régénérer à l’âge adulte
et lorsque certains sont dotés de cette capacité extraordinaire, elle ne s’applique souvent
que pour certains organes et de tissus [20]. Un des exemples de ce phénomène est le
poisson-zèbre, qui ne peut régénérer que les arêtes de ses nageoires et une partie de son
coeur [21]. Par contre, comme pour les invertébrés, il semble que les stades embryonnaires
des vertébrés possèdent tous une capacité de régénération plus ou moins grande selon les
organismes [6, 221. D’ailleurs, le bébé opossum a été utilisé pour plusieurs expériences de
régénération au niveau des pattes car, à sa naissance, il est à un stade de développement très
peu avancé comparativement à la plupart des autres vertébrés [23, 24]. En général, chez les
vertébrés, lorsque l’organisme est encore au stade embryonnaire, son corps contient un
nombre plus élevé de cellules-souches totipotentes, ce qui permet une très grande plasticité
cellulaire [22]. De même, lorsqu’il y a une lésion, ces cellules se différencient selon les
besoins de l’organisme pour assurer sa guérison. Le planaire, tel que vu précédemment,
imite un peu ce principe, à la différence près qu’il possède des réserves de ces cellules-
souches tout au long de sa vie [6, 8, 12-16]. Parmi les vertébrés aptes à régénérer, notons
que l’être humain est lui-aussi capable de reformer certaines parties de son corps.
En effet, aussi surprenant que cela puisse paraître, les humains aussi possèdent une
certaine capacité à régénérer. En fait, l’humain jusqu’à l’âge d’environ vingt-trois ans peut
régénérer parfaitement une structure aussi complexe que la partie du doigt située au niveau
de la dernière phalange [25]. C’est Illingworth, qui a été la première à faire la
démonstration d’un tel phénomène [251. Ce médecin, en travaillant à l’urgence d’un
hôpital, a observé que si le site d’amputation était situé en haut de la dernière phalange et
que la plaie n’était pas refermée par des points de suture, le bout du doigt de l’enfant
finissait par repousser complètement et parfaitement [25J. On peut aussi penser, à tort, que
les tissus comme la peau et le sang sont d’autres bons exemples de régénération. Toutefois,
les cellules sanguines sont produites à partir de précurseurs hématopoïétiques et la
reformation de la peau est un phénomène de kératinisation des cellules des couches
dermales sous-jacentes. Nous appelons ces deux phénomènes du renouvellement plutôt que
de la régénération [22].
17
Un autre phénomène peut aussi soulever bien des questions: la régénération
hépatique. En effet, il semble que certains vertébrés, incluant l’humain, possèdent la
capacité de “régénérer” une partie de leur foie et canaux biliaires, lorsque ceux-ci sont
endommagés ou excisés [26, 27J. Il est très important de faire ici la différence entre la vraie
régénération, celle défmie plus haut, et le phénomène d’hyperplasie compensatoire ou
régénération compensatoire. Dans le phénomène d’hyperplasie compensatoire, les
hépatocytes matures, jusqu’ici bloqués en phase 0, sont, via des signaux moléculaires,
réintroduits dans le cycle cellulaire et se mettent à proliférer de manière inhabituelle. Cette
étape de prolifération s’accompagne toujours d’une phase intense de remodelage des tissus
environnants [2$, 29]. La prolifération ne s’arrêtera que lorsque l’organe aura repris sa
taille normale. Dans le cas inverse, où le foie se voit greffer un lobe en trop, il y a
déclenchement d’un processus d’apoptose qui a pour but d’éliminer les hépatocytes en
surnombre [30]. Le phénomène de régénération compensatoire ne peut donc pas se
comparer à la vraie régénération qui fait intervenir la dédifférenciation cellulaire. Les
amphibiens, par contre, peuvent se vanter de posséder cette capacité hors du commun.
C’est Spallanzani, en 176$, qui a découvert les propriétés extraordinaires de
régénération des amphibiens [5]. Suite à ses découvertes, les poissons et les reptiles se sont
aussi ajoutés au groupe restreint des animaux régénérant par dédifférenciation cellulaire [91.
Les amphibiens sont, depuis longtemps, les modèles par excellence pour l’étude de la
régénération autant au niveau anatomique, tissulaire que cellulaire et ils ont contribué à
mieux comprendre les principes de base de l’organisation de ce phénomène [31]. Malgré
cela, les chercheurs étudiant la régénération ont semblé, pendant quelques années, délaisser
ce modèle tout à fait unique. Les principales raisons de cet abandon temporaire sont: la
lenteur du processus de régénération, la taille du génome de plusieurs organismes et les
difficultés rencontrées lors des manipulations génétiques [12, 32]. Heureusement,
aujourd’hui, la découverte de nouveaux outils d’analyse en biologie moléculaire, comme
l’analyse fonctionnelle par vecteurs viraux, le décryptage du génome et les projets EST
(Expressed Sequence Tag) adaptés pour ces organismes, font en sorte qu’il est maintenant
devenu plus facile d’étudier ces modèles d’un point de vue moléculaire [12, 31, 33, 34].
Les amphibiens sont donc dotés de capacités exceptionnelles de régénération, mais à
l’intérieur même de la classe des amphibiens, on retrouve de très grandes différences au
niveau des deux ordres qui la composent, soit les anoures et les urodèles.
1$
Les anoures, dont fait partie le xénope (Xenopus laevis), est l’un des cinq modèles
principaux de recherche en laboratoire [101. Les grenouilles possèdent de grandes capacités
régénératrices, mais celles-ci ne sont parfaitement actives et fonctionnelles qu’au stade
larvaire [7]. C’est au moment de leur métamorphose, qui consiste en une résorption des
branchies suivie d’une mise en fonction des poumons de manière à passer d’un mode de vie
aquatique à un mode de vie terrestre, que les anoures semblent perdre leur capacité de
régénérer parfaitement leurs membres [21, 35, 36]. Plusieurs études ont été effectuées pour
bien caractériser les facteurs qui, lors de la maturation de la larve de xénope, font en sorte
que celle-ci perd sa capacité de régénération parfaite [37]. En fait, si on ampute une patte de
la forme adulte du xénope. il y a bel et bien une structure qui repousse, mais celle-ci
ressemble plus à une pointe effilée dénuée d’articulation qu’à une patte [35, 3$J. Le stade
larvaire semble donc le moment-clé pour étudier la régénération parfaite du membre chez
les anoures, par contre les urodèles nous fournissent une toute autre version.
Chez les urodèles, dont font partie les tritons (Triturus sp.), l’axolotl (Ambystorna
sp.) et les salamandres ($alamandra sp.), la capacité de régénérer parfaitement les membres
et organes s’étend tout au long de leur vie [5, 7, 20J. En général, mis à part le fait que les
amphibiens ne sont pas des mammifères, c’est le modèle de régénération, chez l’adulte, qui
se rapproche le plus de l’être humain [32]. De plus, les urodèles possèdent des capacités de
régénération jusqu’ ici inégalées, ils peuvent ainsi régénérer plusieurs membres et organes
tels les pattes, la queue, les branchies, la mâchoire, la rétine, la moelle épinière, une partie
du coeur, une partie du cerveau et la peau [7, 9, 21, 39J. Les urodèles, du point de vue de la
biologie moléculaire, sont surtout étudiés pour caractériser l’information positionnelle lors
de la repousse d’un membre, la plasticité et la réversibilité de l’état différencié des cellules,
mais aussi parce qu’ils pourraient expliquer pourquoi la capacité de régénérer n’est pas
présente chez les autres vertébrés [20, 39]. Parmi les urodèles, une espèce nous intéresse
plus particulièrement, il s’agit de l’axolotl.
1.3 L’axolotl, notre modèle
L’axolotl (Ambystoma mexicanum) est un modèle d’étude très répandu pour essayer
de comprendre la régénération chez l’adulte. L’Ambystoma mexicanum possède la
particularité de ne pas métamorphoser, elle garde donc un mode de vie aquatique tout au
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long de sa vie. Cette caractéristique la rend très facile à garder en laboratoire et aussi très
facile à traiter, car il est alors possible d’ajouter des traitements à l’eau dans laquelle
l’animal baigne [7, 34J. Il faut aussi mentionner ici qu’il est possible d’induire la
métamorphose des axolotls et autres amphibiens, en ajoutant à leur eau de la thyroxine, une
hormone produite par la glande thyroïde [40]. Chez l’axolotl, contrairement au xénope, la
capacité de régénérer n’est pas altérée avec la métamorphose de l’animal [41]. De plus,
c’est un animal qui se reproduit très bien en captivité et il existe, à l’heure actuelle,
plusieurs mutants albinos dont certains possèdent des marqueurs génétiques bien
caractérisés [421. De plus, l’existence de librairies d’ADN complémentaire, de projets EST
(Expressed Sequence Tag) et la synthèse de vecteurs viraux fonctionnels chez l’axolotl sont
des outils qui permettent d’élargir l’éventail des techniques utilisables pour l’étude chez ce
modèle animal [31, 34, 43]. L ‘excellente connaissance et caractérisation anatomique du
processus de la régénération de la patte chez cet animal est aussi l’un des nombreux
avantages que procure ce modèle [44-47].
1.3.1 La régénération du membre chez l’axolotl
La régénération de la patte chez l’axolotl est, depuis longtemps, très étudiée car elle
procure de nombreux avantages à son investigateur. La taille du membre, l’accessibilité et
la facilité des manipulations autant chirurgicales (amputations) que chimiques (traitement
aux inhibiteurs, etc.) au niveau de la patte, rendent cet outil expérimental quasi
incontournable dans l’étude de la régénération appendiculaire [45, 48]. En fait, l’étude de la
patte possède un avantage scientifique indéniable, car il s’agit d’une structure très
complexe qui contient une variété de cellules différenciées et de tissus inclus dans un
environnement très organisé [6, 49]. Il est donc possible, lors de la repousse du membre, de
faire l’étude de plusieurs types cellulaires, de leur origine ainsi que des mécanismes qui les
régulent durant le processus de la régénération. Il est aussi aisé de bien identifier les
différents stades de régénération de la patte et ainsi viser une étude moléculaire aux
différentes étapes du processus.
Avant de décrire le processus de repousse du membre, il est important de dire que
peu importe l’endroit sur la patte où l’amputation a été pratiquée, proximale ou distale par
rapport au corps de l’animal (voir figure 2, section 2 (Matériels et méthodes)), la séquence
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des événements de la régénération reste la même [7J. La régénération du membre se divise
en trois phases: la phase de guérison, de préparation et la phase de redévelopement (figure
1)[31J.
La phase de guérison débute immédiatement suite à l’amputation. La partie venant
d’être amputée est, en moins de quelques heures, couverte d’une couche de cellules
épithéliales ayant migrées vers la plaie depuis la périphérie [9]. Cette mince couche
cellulaire transparente se nomme épithélium de guérison. La formation de cette strate est
essentielle au déroulement du reste du processus de repousse [9, 45, 50]. Gardiner et al., ont
démontré que certains gènes exprimés lors de la phase de guérison sont inhibés lorsque
l’épithélium de guérison est enlevé [32, 51, 52]. Quelques heures après l’établissement de
l’épithélium de guérison, celui-ci s’épaissit pour former ce que l’on appelle la coiffe apicale
épidermique (CAE) [42]. Il semble qu’à ce stade, l’épithélium ait une fonction sécrétofre,
mais les substances relâchées par la CAE et leurs rôles sont encore nébuleux [20, 42]. Par
contre, Globus soumet l’hypothèse que la CAE produit un signal pour amorcer la division
des cellules du futur blastème [53]. Mais bien avant l’apparition du blastème, il y a des
signaux qui sont envoyés au système immunitaire de l’animal, car il y a eu détérioration du
tissu en général au site d’amputation. Les phagocytes* s’accumulent donc au bout de la
patte amputée et ils ont la charge d’enlever tous les débris cellulaires et d’attaquer la
matrice extracellulaire [7]. La destruction de la matrice extracellulaire des tissus
endommagés est essentielle pour libérer les cellules mésenchymateuses sous-jacentes [7J.
Ces cellules ainsi dégagées proviennent en grande majorité du derme, mais aussi des tissus
squelettiques environnants (chondrocytes, fibroblastes, etc.) [20]. La majorité des cellules
avoisinant le site d’amputation entrent donc dans le cycle cellulaire et perdent leur état
différencié [6, 20, 31, 32].
Lors de la phase de préparation, outre la dédifférenciation de la majorité des cellules
mésenchymateuses entourant le site d’amputation, il existe aussi un processus qui active les
réserves de cellules dédifférenciées quiescentes, se trouvant à proximité de la blessure [31].
C’est lors de cette phase que les cellules dédifférenciées migrent vers la coiffe apicale
épidermique et entrent dans une phase de division cellulaire très intense pour former ce que
l’on appelle le blastème de régénération [31]. Le blastème est, en fait, une zone de
croissance mésenchymateuse où les cellules dédifférenciées prolifèrent, se redifférencient
et s’organisent pour former la partie du membre à régénérer [7, 54]. En fait, les cellules qui
* voir Lexique
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peuplent le blastème possèdent le potentiel de se diviser pendant au moins 200 générations
sans démontrer de signe de sénescence [55J. Parmi les cellules proliférant à l’intérieur du
blastème, on retrouve des cellules non-différenciées d’origine fibroblastique. Plusieurs
études ont mis en évidence l’importance de ce type cellulaire, en effet, elles auraient un rôle
à jouer au niveau du contrôle de la croissance et l’organisation des autres types cellulaires
lors de la régénération [45, 56, 57J. La phase de préparation se termine par l’accumulation
de cellules dédifférenciées dans le blastème [7, 31].
La phase qui suit est ce que l’on appelle le redéveloppement du membre, c’est la
dernière phase qui permet à l’organisme de reformer son membre complètement. C’est une
phase essentiellement de croissance et de mise en place des différents patrons sur lesquels
sont basés une patte mature [31]. Il a été démontré que les mécanismes de croissance et de
mise en application des différents patrons de positionnement sont identiques à ceux que
l’on retrouve lors du développement embryonnaire de la patte [58, 59]. Ainsi, le blastème
serait une réplique fonctionnelle du bourgeon de développement de la patte [60]. La
redifférenciation cellulaire est le principal phénomène se déroulant lors de cette partie de la
régénération, car les cellules du blastème prennent l’identité de différentes cellules qui
peupleront le tissu en cours de régénération [7]. Cette dernière phase, tout comme les deux
premières décrites plus haut, se divise en plusieurs étapes décrivant les principaux
changements morphologiques de la patte.
Premièrement, lors de la phase de guérison, on retrouve l’étape de la guérison de la
plaie (wound heaÏing WH). Les étapes qui suivent se trouvent toutes lors de la phase de
préparation. Le stade suivant est celui de la dédifférenciation des cellules du mésenchyme
(DD). Il y a ensuite, l’étape du bourgeon primaire (early bud EB) que Tank et aï. décrit
comme la première manifestation externe de la régénération, elle se caractérise par le
blastème qui prend la forme d’un cône plat souvent asymétrique et dont l’apex est
blanchâtre [61]. Le blastème, lors de cette étape, s’allonge très rapidement pour donner
naissance au bourgeon intermédiaire (medium bud MB). Lors de cette étape, le blastème
prend encore plus l’apparence d’un cône dont la face ventrale devient convexe et la face
dorsale concave, le bout du bourgeon intermédiaire demeure d’une couleur blanchâtre [61].
Les étapes subséquentes se retrouvent lors de la phase de re-développement du membre.
L’étape suivante, au bourgeon tardif (late bud LB), le blastème devient plat et c’est alors
que se définit plus précisément l’orientation des axes par rapport à l’animal [61]. Vient
ensuite le stade que l’on appelle palette (P). Lors de cette étape, le blastème continue de
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s’aplatir et les premières traces des futurs doigts apparaissent sous forme de deux bosses à
l’apex du blastème entre lesquelles on retrouve une légère dépression [61]. La dernière
étape est la fm de la croissance des doigts (digital outgrowth DG ou early dfferenciation
ED). Ce stade vient compléter la phase de re-développement et aussi le processus de la
régénération de la patte. Toutes ces étapes de la régénération ( WH, EB, MB, LB, PAL et
ED) sont facilement identifiables sous un stéréoscope ce qui nous permet de reconnaître
approximativement à quelle étape de la régénération la patte de l’animal est rendue. Ainsi,
il est possible d’orienter nos études de caractérisation moléculaire en fonction du stade de
régénération de la patte.
Beaucoup de facteurs viennent influencer la repousse du membre: la température
[62], l’illumination [7] et les changements hormonaux [7J en sont quelques exemples [42].
Par contre, depuis des décennies, les chercheurs ont suspecté qu’il y avait un élément-clé
essentiel à la régénération, aujourd’hui on sait qu’il s’agit de la présence des nerfs [63, 64J.
En effet, chez l’axolotl, lorsque le membre est dénervé avant qu’il ait atteint le bourgeon
intermédiaire, les cellules dédifférenciées, sous le blastème, vont entrer en apoptose et
seront ensuite enlevées par les macrophages, ce qui aura pour conséquence d’arrêter le
processus de régénération du membre [6, 65]. En fait, le membre a absolument besoin
d’être innervé jusqu’à l’étape du bourgeon tardif [4$]. Au delà de l’étape du bourgeon
tardil la régénération se poursuit même s’il y a dénervation [66, 67]. Bien des expériences
ont été exécutées dans le but de comprendre les mécanismes qui permettent aux nerfs de
réguler aussi fortement la régénération du membre chez l’axolotl, malgré cela, très peu de
réponses ont été apportées jusqu’ici [31, 32, 45].
Les trois phases (guérison, préparation et redéveloppement) décrites plus haut ne
sont pas aussi bien défmies que l’on pourrait le croire, malgré les informations mentionnées
ci-haut. Les seuls marqueurs qui distinguent une phase d’une autre et qui soient vraiment
fiables, sont les différents gènes qui sont exprimés à des moments précis de la régénération
[31].
1.4 Gènes: rôles, implications, mécanismes d’action, expressions
De nombreux et récents progrès portant sur la caractérisation moléculaire et
cellulaire de la régénération du blastème permettent de mieux comprendre les mécanismes
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qui sous-tendent la repousse d’un membre chez l’axolotl [4$J. Les mécanismes de
régulation des gènes semblent impliquer deux principaux types de signaux: les premiers
signaux sont relâchés en réponse aux traumatismes que les tissus entourant le site
d’amputation ont subis. Les seconds signaux sont très spécifiques à la régénération du
membre, ils ne relèvent donc pas du phénomène inflammatoire. Par contre, ils dépendent
des premiers signaux, et ce, malgré le fait qu’ils ne soient pas induits par ceux-ci. En fait,
leur mécanisme d’activation et d’action sont encore méconnus, mais leur induction pourrait
bien être liée aux dommages que subissent les vaisseaux et les nerfs lors de l’amputation
[321.
Les gènes et leur expression sont les éléments-clés régulant la séquence des
événements qui permet la repousse du membre. Ainsi, c’est à peine une heure après
l’amputation, c’est-à-dire lors de la mise en place de l’épithélium de guérison, que le gène
Msx-2 est exprimé. Jusqu’à maintenant, il est le premier gène à être exprimé suite à
l’amputation du membre [321. Un peu plus tard, ce gène regulé sera exprimé dans
l’épiderme de guérison et aussi, bien que moins fortement, dans le mésenchyme sous
jacent. En plus de Msx-2, il y a d’autres gènes, ceux exprimés hâtivement qui sont induits
durant les 24 premières heures de la régénération de la patte. Par exemple, on dénote que
certains gènes de la famille des Mmp et les gènes de la famille des Hox font partie de cette
catégorie [32, 6$]. La majorité de ces gènes sont exprimés pour rétablir l’identité
positionnelle du membre amputé, mais les mécanismes régulant ces évènements sont
encore inconnus. Cependant, certaines hypothèses laissent croire que la détermination des
axes pourrait bien faire intervenir des facteurs relâchés en réponse au stress de
l’amputation. Des épisodes tardifs, mais tout aussi critiques, d’activation des gènes
prennent place vers le septième jour. Parmi les gènes exprimés à ce moment, $hh (Sonic
hedgehog) qui détermine, quant à lui, l’axe antéro-postérieur [31, 48J, les Fgf (fibroblasts
growth factors) qui sont des facteurs de croissance qui possèdent un effet mitotique. En
effet, l’injection de Fgfexogène, peut contrebalancer une absence d’épithélium de guérison
qui, on le sait, est un élément essentiel à la poursuite du processus normal de la
régénération [32].
Les Fgftout comme les Bmp (bone morphogenic protein), Ms-], Shh et Hoxd sont
tous des gènes impliqués dans la détermination de l’identité du membre par rapport aux
différents axes du corps (proximodistal, antériopostérieur et dorso-ventral) [4$]. Toutefois,
25
il existe un seul vrai témoin de l’action de tous ces gènes et c’est la formation du squelette
qui est l’armature même du membre en formation.
1.5 Le développement et la régénération des structures osseuses du membre
Le développement du squelette chez l’embryon implique trois lignées cellulaires
distinctes. Les structures cranio-faciales dérivent des cellules de la crête neurale*, le
squelette axial (vertèbres, cage thoracique, etc.) provient du sclérotome* et enfm le
mésoderme des plaques latérales* donne naissance aux appendices [69]. C’est au niveau du
squelette appendiculaire que s’attardera cette revue, car c’est au niveau du membre que
portera l’étude des mécanismes de la régénération osseuse chez l’axolotl. La première étape
lors de la formation des membres est d’assigner un patron spatial aux futurs appendices. Ce
sont les gènes de la famille des homeobox (Hox), qui sont en grande partie responsables de
ce positionnement spatial [69]. Plus tard, la zone d’activité polarisante (ZPA) d’où émanera
tous les signaux nécessaires à la régulation du patron spatial du membre, apparaîtra sous la
coiffe apicale ectodermique au niveau du bourgeon du membre. Sonic hedgehog (Shh), sous
l’influence de l’acide rétinoïque, est le responsable de toute l’activité inductive provenant
de la ZPA, il induit des gènes, tels que le facteur de croissance des fibroblastes (fgI), les
gènes horneobox (Hoxd-13) et Bmp-2 (bone morphogeneticprotein-2), tous responsables de
la croissance du membre selon un patron bien défmi [69]. Une fois que le patron
d’expression spatial est établi pour le membre en formation, il y a migration, à partir des
plaques latérales, des cellules mésenchymateuses non-différenciées, probablement sous
l’action des membres de la famille des Tgffl (transforming growthfactor fi) et des Fg)Ç vers
le bourgeon du membre [69-71]. À cet endroit, les cellules non-différenciées, via des
interactions épithélio-mésenchymateuses médiées par des molécules d’adhésion et l’action
de certains gènes, vont s’agréger pour former des contacts intercellulaires étroits
indispensables pour la poursuite du processus d’ossification [70, 72]. La condensation des
cellules et les interactions épithélio-mésenchymateuses sont contrôlées, en grande partie,
par Tgffl, Bmp-2, Fax et Msx-] [70, 73J. Sox-9, dont l’analyse des caractéristiques et
fonctions sera effectuée dans une section ultérieure, est aussi impliqué lors de la
condensation des précurseurs chondrocytafres* [74]. C’est suite à cette agrégation que les
cellules, grâce aux Bmp, Hox et M, acquièrent un autre phénotype. En effet, elles passent
* voir Lexique
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d’allure fibroblastique, longues avec des prolongements, à une forme plutôt ronde et plus
grosses qu’auparavant. Cet accroissement de taille est dû à une augmentation du volume
cytoplasmique de quelques organites cellulaires [72]. Ces cellules chondrocytafres
produisent maintenant de la matrice cartilagineuse (collagène type II) et entament leur
maturation vers des cellules synthétisant la matrice osseuse et responsables de la formation
du futur os [69].
C’est à partir de cette étape qu’il est jmportant de faire une différence entre les
deux types d’ossification qui donneront naissance à tous les os composant le squelette. Il y
a tout d’abord l’ossification intramembranafre qui donne naissance, entre autres, aux os du
crâne. Ce type d’ossification se caractérise par une vascularisation des tissus environnants
et une différenciation directe des précurseurs mésenchymateux non-différenciés en
ostéoblastes* qui formeront la matrice osseuse [69, 72J. Vient ensuite l’ossification
endochondrale, qui forme la grande majorité des os du squelette. Étant donné que les
membres sont formés à partir d’un processus d’ossification endochondrale, il n’y aura
dorénavant plus de référence à l’ossification intramembranaire. Voici maintenant comment
se déroule le processus d’ossification endochondrale. Les chondrocytes* sont donc
condensés au niveau du bourgeon du membre où ils sont soumis à un ballottage. En effet, le
chondrocyte peut se diriger vers deux destinés cellulaires, il peut rester à l’état de cartilage
permanent* pour se retrouver aux surfaces articulaires des os ou encore il peut servir de
structure de base à l’os en formation à travers le mécanisme d’ossification endochondrale
[69]. Une fois les cellules engagées dans le processus d’ossification, elles donnent la forme
de l’os à venir, sous l’influence des BMP et des Hox. Les chondrocytes, qui se retrouvent
au centre de cette structure cartilagineuse, subissent un cycle de prolifération rapide,
régulée par PTHrP [75J, pour ensuite arrêter leur cycle cellulaire. Ces chondrocytes
deviennent hypertrophiés (augmentent de 20 fois leur volume intracellulaire), grâce à
l’action de PTHrP (voir section 1.7) et changent encore une fois leur programme génétique
pour produire un autre type de collagène, le type X [75, 76]. C’est sous l’action des
chondrocytes hypertrophiques*, qui sont des cellules régulatrices et productrices de
matrice, que l’os va se former. En effet, ce sont ces cellules qui dictent la minéralisation des
tissus environnants, attirent les vaisseaux sanguins via certains facteurs qu’ils relâchent et
attirent aussi les chondroclastes* [75]. Les chondrocytes hypertrophiques sont responsables
de guider les cellules périchondriales* adjacentes vers leur destin d’ostéoblastes via l’action
de Cbfa-1, gène qui fera l’objet d’une section ultérieure [77]. Les ostéoblastes sécrètent la
* voir Lexique
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matrice qui servira à mettre en place l’os [75]. Les chondrocytes continueront à proliférer
tant que l’os n’aura pas atteint sa longueur optimale, après cela, les chondrocytes entrent en
apoptose et deviendront calcifiés, c’est un peu plus tard qu’ils seront remplacés par les
ostéoblastes [72]. Il se forme souvent, c’est le cas pour les os longs, des centres secondaires
d’ossification qui se développent aux extrémités de l’os [721. C’est justement entre ces
deux centres d’ossification (milieu et extrémité de l’os) que la zone de croissance de l’os va
prendre place [72]. Bien sûr, les os poussent en longueur, mais ils poussent aussi de
manière centripète. C’est dans ce processus que les chondroclastes* entrent en jeu. Ce sont
des cellules d’origine hématopoïétique qui arrivent au site d’ossification via les vaisseaux
sanguins. Ce sont des cellules essentielles à la bonne mise en forme de l’os puisque ce sont
elles qui, en détruisant la matrice osseuse, font en sorte que l’os ne devienne pas
disproportionné par rapport au membre en formation. De plus, les chondroclastes s’assurent
qu’il y ait suffisamment d’espace à l’intérieur de l’os en formation pour y établir la moelle
osseuse [69J. Il est essentiel de maintenir un bon équilibre entre l’ossification et la
résorption osseuse lors de la formation des os, tant dans des conditions physiologiques que
pathologiques telles les maladies de dégénérescence osseuse comme l’ostéoporose [75, 7$J.
Une fois encore, la formation du squelette du membre requiert l’action d’une
multitude de gènes. Les gènes Sox-9, PTHrP et Cbfa-J, plus particulièrement ciblés dans
cette revue, semblent impliqués de manière plus spécifique dans la mise en place de cette
structure de charpente et très probablement avoir un rôle lors de la régénération des
structures osseuses du membre chez l’axolotl.
1.6 Sox-9
Le gène Sox-9 a été cloné pour la première fois en 1994 chez la souris, par deux
groupes de chercheurs: l’équipe de Wagner et l’équipe de Foster [79, 801. Sox-9 est un
facteur de transcription de la famille des Sox ($ry-type HMG box), cette famille compte
près de 24 membres et fait partie d’un groupe de gènes voisins des Siy (sex determination
related to Y chromosome), facteurs mieux connus pour leurs rôles dans la détermination des
testicules des mammifères liée au chromosome Y [$1, 82]. Les Siy ainsi que les membres
de la famille des Sox sont liés par un domaine HMG (high mobility group) où l’on constate
une grande homologie de séquence entre les deux groupes de gènes. Le domaine HMG de
voir Lexique
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Sox-9 possède 79 acides aminés et près de 50% de la séquence est identique aux $iy [$31.
C’est, en fait, par ce domaine que la protéine Sox se lie à une séquence de sept paires de
bases dans le sillon mineur de l’ADN [$4-$6]. Cette séquence défmit la spécificité de la
liaison de l’ADN avec les protéines de la famille des Sox et elle est composée d’une région
consensus nommée l’élément de liaison «core» des Sox (SCBE, Sox core-binding
element), formée des bases suivantes: AACAAT. Chaque membre de la famille des Sox
possède des régions adjacentes à la SCBE qui leur est propre. Par exemple, pour se lier de
façon optimale à l’ADN, Soi-9 doit posséder cette séquence AGAACAATGG. Cette
liaison de Sox-9 à l’ADN peut entraîner une courbure de celle-ci, car le domaine de liaison
HMG est en forme de L [$31 ce qui entraîne ainsi une forme de régulation de la
transcription [$7]. Sox-9 est aussi capable d’intervenir dans le mécanisme de maturation des
transcrits primaires des ARN messagers [$8]. De plus, la protéine Soi-9 possède, en C-
terminal, un domaine d’activation de la transcription qui lui confère un autre mode
d’action [86]. Avec ses nombreux mécanismes d’action, il n’est pas surprenant d’apprendre
que $ox-9 possède plusieurs rôles autant lors du développement que durant toute la vie de
l’organisme.
Lors du développement, les protéines Sox ont un rôle critique dans la régulation de
nombreuses étapes de ce processus. Ainsi, durant l’embryogenèse, Soi-9 a une fonction
lors de la détermination du sexe, du développement des cellules pré-B et cellules T, ainsi
que lors de l’induction neurale [$9J. De plus, il est exprimé dans le tissu cardiaque et dans
le système urinaire au niveau du rein [74, $6]. Une mutation d’un seul allèle de Sox-9, chez
l’humain, est responsable d’une maladie qui se nomme la dysplasie campomélique (CD).
Cette maladie affecte un nouveau-né sur 20 000, il s’agit, en fait, très souvent d’une
mutation au niveau du domaine HMG de la protéine Sox-9 [90]. Cette maladie se traduit par
un changement de sexe autosomal dominant chez la majorité des bébés mâles possédant la
mutation de Sox-9 sur le chromosome 17 [80]. Cette situation particulière s’explique par le
fait que $ox-9 est un gène qui est très apparenté à la famille des $iy, un gène nécessaire à la
détermination du sexe via la formation ou non des testicules lors du développement
embryonnaire [$1]. La dyspiasie campomélique est aussi diagnostiquée à l’aide de
caractères physiques particuliers car elle se traduit par une multitude de défauts du
squelette, tels des courbures prononcées aux os longs, des côtes en nombre moindre et des
déformations du squelette cranio-facial [79, 80]. Cette maladie peut aussi entraîner un
mauvais fonctionnement au niveau des systèmes cardiaques, auditifs (affecte les osselets de
29
l’oreille interne), rénaux, respiratoires (hypoplasie trachéobronchiale du cartilage et cage
thoracique de taille réduite) et nerveux central (retards mentaux) [74, 86].
En fait, les anomalies que présente le squelette au cours de cette maladie sont reliées
à un autre rôle très important de Sox-9, qui est un élément-maître de la régulation du
processus de chondrogénèse* chez l’embryon [$2, 911. Ce processus est très important, car
c’est à partir de cette étape qu’il y aura formation de l’os via les chondrocytes au cours de
l’ossification endochondrale [74]. En fait, Sox-9 est exprimé au niveau des cellules
précurseurs des chondrocytes ainsi que lors de la condensation de ces préchondrocytes*. Il
est aussi responsable de la différenciation des cellules mésenchymateuses en chondrocytes
et participe par la suite à la maturation et à la prolifération des cellules chondrocytaires.
Wright et aï., ont démontré que l’expression de $ox-9 commence, chez la souris, dès le
neuvième jour après la fécondation, et ce, au niveau du mésenchyme crânien, des arcs
branchiaux et des somites rostraux. Trois jours plus tard, l’implication de $ox-9 dans le
développement du squelette est confirmée par son expression [74] dans des structures
colorées par le bleu alcian, principal colorant du cartilage. Une autre preuve a été apportée
en 1997, par le groupe de Koopman, confirmant l’importance de $ox-9 lors du
développement du cartilage, il s’agit de sa coexpression avec CoÏ2a] qui code pour une
composante majeure de la matrice extracellulaire du cartilage; le collagène type lia [$6]. Le
collagène de type II est très important pour le maintient de l’intégrité du cartilage, car il
représente près de 60% de toutes les protéines qu’on y retrouve. Il a été démontré que la
protéine Sox-9 se lie directement sur des sites consensus Siy/$ox (AACAAT) situés dans
les régions régulatrices du gène (au niveau du premier intron), ce qui aurait pour effet
d’activer la transcription de celui-ci [84, $6]. La coexpression de ces deux gènes est notée
par Ng et son équipe, aussi tôt que 8,5 jours après la fécondation au niveau du mésenchyme
crânien. Ensuite, contrairement à Col2a] qui reste exprimé longtemps, l’expression de $ox
9 diminue de plus en plus dans les zones où la chondrogénèse est terminée [921. C’est vers
le 1 8ième jour post-fécondation, que l’on ne le retrouvera plus qu’au niveau des zones de
différenciation de cartilage [74, $6, 93]. De plus, Sox-9 et Coï2aJ présentent des
différences d’expression dans certains tissus. Il serait donc raisonnable de penser que $ox-9
n’est pas nécessaire pour l’expression, ni pour le maintien de l’expression de CoÏ2al , ce qui
implique que Sox-9 travaille probablement en synergie avec d’autres protéines, entre autres
L-Sox-5 et L-$ox-6 [$4, $6, 94]. Pour le cas qui nous intéresse, c’est la caractérisation de
l’expression de Sox-9 au niveau des membres qui est primordiale à défmir, car la
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régénération des membres constitue aussi une «reformation» de tous les tissus présents au
niveau du membre et surtout des os et du cartilage.
De même, il n’est pas abstrait de faire un lien entre les mécanismes responsables de
la formation des os et du cartilage lors du développement de la patte et ceux qui prévalent
lors du processus de régénération du membre chez les vertébrés. En effet, il est connu que
lors de sa formation, le membre maintient une zone de progression qui est composée en très
grande majorité de cellules non-différenciées en prolifération, ce qui peut se comparer
avantageusement aux stades de dédifférenciation et de prolifération auxquels sont soumises
certaines cellules lors de la régénération du membre de l’axolotl [9, 701.
Des études ont été menées afm de défmir l’expression de $ox-9 lors du
développement des pattes chez la souris. C’est Wright et aï., le premier, qui, à l’aide de la
technique d’hybridation in situ sur des spécimens complets d’embryons de souris, a décrit
l’expression de ce gène lors du développement embryonnaire des membres [74J. Voici
comment il dépeind la situation: «une expression abondante de Sox-9 devient apparente au
niveau de la condensation dans le bourgeon du membre entre les jours 10 et 10,5 après la
fécondation ». L’expression s’étendra ainsi à toutes les structures cartilagineuses du
membre en formation, jusqu’au I 3’ jour après la fécondation où l’expression du gène
sera confmée dans le bout des doigts de l’animal à un endroit où la chondrogénèse n’est pas
encore terminée [74]. Ng et son équipe, deux ans plus tard, reprennent la même technique
tout en utilisant aussi des coupes d’embryons, ils en tirent les même conclusions que Wright
et al.(1995) au niveau de l’expression de $ox-9 qui tend à diminuer plus le membre avance
dans son développement [$6]. L’équipe de Hurle (2003), a fait une bonne description de
l’expression de Sox-9 lors du développement de la patte chez les embryons de poulet à
différents stades. Il en ressort que $ox-9 a un patron d’expression segmenté contrairement
aux autres gènes $ox étudiés qui démontrent des patrons plus continus et qu’il est l’un des
plus précoce. En effet, il semble que $ox-9 soit présent dans le mésenchyme du bourgeon
du membre; son domaine d’expression se sépare, un peu plus tard, en deux pour former les
domaines zeugopodiaux*. Ensuite, il y a apparition des domaines digitaux*, stylopodiaux*
et tarsiaux*. Mais tout comme Wright et al. et Ng et al. l’avaient remarqué, Hurle et al.
remarque qu’au stade 29 du développement de l’embryon de poulet (stade avancé),
l’expression des Sox devient séquestrée au bout des phalanges qui sont encore en
différenciation [95]. Healy et al., en 1999, avait fait lui aussi ses expériences sur les pattes
de poulet et arrivait aux mêmes conclusions que Hurle et al., cependant il a poussé un peu
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plus loin son investigation en causant une surexpression de $ox-9 dans les pattes en
développement. Ses expériences résultent en une grande variété de phénotypes, le moindre
étant un épaississement et un raccourcissement des os, le plus sévère étant l’addition de
formations cartilagineuses et l’hypersegmentation de certains doigts [$5]. D’autres
expériences ont aussi démontré la nécessité de Sox-9 dans le processus de chondrogénèse
chez d’autres organismes comme le poisson-zèbre [96]. De plus, Sox-9 est impliqué dans
les phénomènes de formation des axes du membre en développement. Il apparaît donc plus
que probable que Sox-9 soit impliqué, soit pour son rôle dans la formation du cartilage ou!et
pour celui qu’il possède dans la détermination axiale, lors de la régénération des membres.
Sox-9, bien que ce gène possède toutes les caractéristiques pour être le joueur primordial
lors de la régénération osseuse, est mis en présence d’autres gènes qui semblent eux aussi
posséder des caractéristiques intéressantes au point de vue du développement/formation des
structures osseuses, parmi ceux-ci on retrouve PTHrP.
1.7 PTHrP
Le gène PTHrP a été pour la première fois identifié chez l’humain alors que des
chercheurs essayaient de découvrir le facteur humoral circulant qui, lors d’un cancer, cause
une hypercalcémie humorale maligne. Cette augmentation anormale de calcium sanguin est
une complication très commune de carcinome pulmonaire qui peut être mortelle ou causer
de très graves séquelles. Il semble que cette hausse de calcium soit due à une résorption
osseuse plus importante de même qu’à une baisse de l’excrétion de celui-ci par le rein [97J.
Comme le rôle de l’hormone de la parathyroïde (PTR) est de réguler le remodelage osseux
et l’homéostasie calcique, elle a été tout de suite pointée du doigt en impliquant une
production ectopique de celui-ci [9$]. Mais les trois équipes de chercheurs qui ont travaillé
sur ce cas en 1987, ont découvert simultanément que ce n’est pas PTH le responsable de
cette hypercalcémie, mais bien PTHrP (parathyroid hormone reÏatedpeptide) une protéine
ubiquitaire [9$-100]. Le gène de PTHrP, chez l’humain, est situé sur le bras court du
chromosome 12, son ADN complémentaire contient environ 600 paires de bases et il est
considéré comme un gène transcriptionnellement complexe [97, 1011. En effet, le PTHrP
humain possède neuf exons, il utilise au moins trois promoteurs lors de la transcription de
ses ARN messagers et par le processus d’épissage alternatif de ces mêmes ARN messagers,
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II forme trois isoformes de la protéine (139,141 et 173 acides aminés) [1011. Chez la souris
et le rat, seulement un isoforme est formé [102, 103] et chez le poulet, ce sont deux
isoformes qui sont traduits [1011. Malgré ces variations au niveau de la traduction, il existe
une grande homologie de séquence de cette protéine entre les différentes espèces et
isoformes; certaines portions sont plus conservées que d’autres, c’est le cas pour la
séquence du peptide signal [97J. Comme un peptide signal implique la traduction d’une
protéine immature, PTHrP est traduite sous forme de prohormone qui se retrouve en transit
dans le cytoplasme en attendant sa prise en charge par le réticulum endoplasmique. De là,
elle subira plusieurs clivages endoprotéolytiques et des glycolysations ce qui aura pour effet
de produire toute une famille de protéines matures [97, 1041. Ces protéines seront ensuite
exocytées vers le milieu extracellulaire pour qu’elles puissent y accomplir leurs nombreux
rôles en tant que facteur autocrine, paracrine et aussi endocrine [1011. Il a aussi été prouvé
récemment que PTHrP possède aussi une action intracrine, en effet, le propeptide naissant
possède une séquence très conservée qui est en fait un signal de localisation nucléaire
(SEN). Lors d’expériences en culture cellulaire, il a été prouvé que cette séquence était
nécessaire et suffisante pour que PTHrP se retrouve au niveau du nucléole: un sous-
compartiment du noyau [105-1071. Mais généralement, PTHrP se retrouve dans le milieu
extracellulaire où il exerce une influence autocrine ou paracrine. C’est grâce à une portion
de séquence homologue à PTH qu’il peut se fixer aux récepteurs de PTH (PTHRJ). Ce
récepteur est une glycoprotéine de 80 kDa qui possède sept domaines transmembranaires et
est lié à une protéine Gas [10$, 109]. Lorsque PTHrP vient se lier via son extrémité amino
terminal à PTHR1, celui-ci active l’adénylate cyclase et la phospholipase C, ce qui entraîne
une augmentation d’AMP cyclique et de protéine kinase C pour engendrer une élévation de
calcium intracellulaire [109-1121.
C’est par ces mécanismes d’action que PTHrP, malgré sa faible concentration, se
retrouve impliqué dans plusieurs fonctions biologiques [97, 109, 113]. Il est reconnu, entre
autres, pour être un relaxant des muscles lisses (système circulatoire, système gastro
intestinal), un régulateur de transport calcique transépithélial (néphron, glande mammaire,
placenta) et est un facteur de croissance, de différenciation et de développement
embryonnaire [97]. La fonction de PTHrP qui nous intéresse le plus est celle l’impliquant
dans la régulation du développement et de la résorption osseuse.
PTHrP est une protéine qui possède différentes formes matures, elle peut donc
accomplir plusieurs fonctions au niveau des os et du cartilage. Elle peut faciliter ou inhiber
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la résorption osseuse, elle semble essentielle dans le processus de différenciation, de
polarité et de maturation des chondrocytes [1141, elle est capable de stimuler la
différenciation et la prolifération des ostéoblastes [1111 de même qu’augmenter la synthèse
du collagène foetal. De plus, elle semble être capable de retarder l’invasion par les
vaisseaux sanguins du cartilage juste avant l’ossification, pour permettre une période plus
longue de croissance de l’os [97, 115]. C’est très tôt au cours du développement
embryonnaire que l’expression de PTHrP apparaît dans les tissus musculo-squelettiques.
Dans le processus d’ossification endochondrale, il est détectable aussitôt que le
mésenchyme immature commence à se condenser au niveau de la colonne vertébrale et des
bourgeons de membres [97J. On peut le voir aussi très clairement exprimé dans les zones de
développement des doigts où le cartilage primordia* est présent. Il restera présent tout au
long du processus d’ossification et même lorsque les ostéoblastes apparaîtront [116]. Une
des preuves les plus solides sur l’implication de PTHrP lors de ce processus est la mutation
nulle du gène chez l’embryon de souris. Les animaux homozygotes pour la mutation sont
non-viables, dû à des complications respiratoires résultant d’une mauvaise constitution du
squelette [101]. En effet, les seuls phénotypes que l’on peut observer chez ces animaux,
sont le raccourcissement des os, une plus grande minéralisation des os que la normale et
une dysplasie du squelette en général [101]. Cette absence de phénotype ailleurs que sur le
squelette est probablement due à la compensation du manque de PTHrP par PTH qui peut,
tout comme PTHrP, se fixer sur le même récepteur et ainsi engendrer les mêmes
conséquences physiologiques ou encore permettre une activation constitutive élevée des
récepteurs PTHRJ [97, 110, 115]. Mais il ne faut surtout pas oublier que PTHrP n’est pas
le seul responsable du processus d’ossification, il est en fait au centre d’une cascade de
molécules (PTH, TGF-fl, BMP, FGF, collagène, Ihh, Shh, Sox-9) ayant toutes leurs propres
fonctions [92, 117-1191.
Ainsi, il ne serait pas inaproprié de considérer PTHrP comme l’un des principaux
acteurs lors du processus de la régénération. En effet, PTHrP agit au niveau de la
différenciation et de la prolifération des chondrocytes chez l’embryon [1141, il serait fort
probable que ce gène ait une fonction lorsque la dédifférenciation est terminée et qu’il faille
maintenant octroyer une destinée aux cellules. Ainsi, PTHrF pourrait être l’élément
régulateur de la partie cartilage/os de la régénération du membre, en commandant la
différenciation de certaines cellules pluripotentes en chondrocytes et par le processus
normal de maturation en venir à la formation des éléments squelettiques du membre en
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régénération. Bien sûr, PTHrP ainsi que $ox-9 sont des éléments régulant de très près les
éléments cartilagineux du membre en formation et peut être ceux du membre en
régénération, mais que se passe t-il plus tard lorsqu’il est temps pour le squelette de
remplacer tout ce cartilage par de l’os? Pour répondre à celle question, il en va de soi de se
pencher sur l’un des élément essentiel de la différenciation et maturation des ostéoblastes,
Cbfa-i.
1.8 Cbfa-1
Cbfa-i (core binding factor ai) est un facteur de transcription qui appartient à la
famille de gènes portant des domaines Runt, domaine régulateur très conservé qui a été
caractérisé pour la première fois chez la Drosophile [120]. Celle famille comprend trois
gènes: Cbfa-1,Cbfa-2 et Cbfii-3, identifiés en 1993 par deux groupes, celui de Bae et celui
d’Ogawa [121-123]. Ces gènes possèdent plusieurs appellations dans la littérature,
Pebp2aA, B et C (Polyomavirus enhancer core bindingprotein u), AML (acute rnyeÏocytic
leukemia), Osf (OsteobÏast-specific cis-acting element) ou encore Runx 1, 2, 3 (Runt
domain) [77, 122-124]. Pour simplifier celle nomenclature, nous utiliserons l’appellation
Cbfa. On retrouve le gène de Cbfa-1, chez l’humain, sur le bras court du chromosome 6
[125]. Le gène Cbfa-J possède une séquence d’ADN complémentaire d’environ 1,8
kilopaires de bases et un cadre de lecture ouvert codant pour 451 acides aminés [122, 123J.
Celle séquence traduit la protéine Cbfa-1, dont le poids est de 48,6 kDa [125]. Cbfa-i est
une protéine qui se lie à l’ADN via son domaine Runt sur une séquence consensus et son
hétérodimérisation avec sa sous-unité [3, CBF/3, à pour effet d’augmenter son affmité pour
l’ADN [123]. Celle liaison à l’ADN transactive le processus de la transcription [121]. Il a
été prouvé que la mutation hétérozygote du gène Cbfa-J est suffisante pour causer la
dyspiasie cleidocraniale (CCD), une maladie héréditaire du squelette qui se traduit par le
nanisme et une altération de la forme, de la taille et du nombre de certains os [126]. En fait,
la maladie découle d’un mauvais fonctionnement du processus d’ossification
endochondrale et intramembranafre. Une mutation des deux allèles du gène de Cbfa-i,
produit un animal qui meurt de défaillance respiratoire juste après la naissance et qui
démontre une absence totale d’os, mais on dénote tout de même un squelette cartilagineux à
peu près normal [77]. En effet, l’une des principales fonctions découvertes à ce jour du
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gène Cbfa-1 est qu’il est essentiel, mais pas suffisant, à la différenciation de cellules de la
lignée ostéoblastique, à la différenciationlmaturation des chondrocytes et ainsi à la
formation des os durant le développement du squelette [127-130]. Mundïos et al., en 1997,
a aussi soulevé l’hypothèse que Cbfa-1 pourrait également être impliqué dans certains
processus de positionnement lors du développement embryonnaire [126]. De plus, il a été
démontré qu’il est un régulateur important de la transcription de certains gènes, via une
action sur leur promoteur, gènes dont le rôle lors de l’ossification est incontesté:
l’ostéopontine, l’ostéocalcine, sialoprotéine de l’os, le collagène type I et Mmp]3 (matrix
metalloprotease) [77, 124, 131, 132]. D’ailleurs Karsenty, en 2000, décrit Cbfa-1 comme le
seul produit de gène qui régule le degré de déposition de matrice osseuse, prédisant donc
une implication dans la formation de l’os post-embryonnaire [133]. Les principaux
régulateurs de Cbfa-1 semblent être quelques membres de la famille des Bmp qui induisent
l’expression des ARN messagers de Cbfa-1 au niveau du noyau ainsi que certaines
hormones et possiblement quelques cytokines* [124, 129]. 11 est maintenant plus facile de
comprendre pourquoi Cbfa-1 est considéré comme une molécule-pivot lors du processus de
formation de l’os et son expression lors du développement embryonnaire apporte une
preuve de plus [129].
En fait, on peut détecter, chez la souris, l’expression de Cbfa-1 aussi tôt que 9,5
jours post-fécondation; à ce moment, on peut l’observer au niveau du mésenchyme à partir
duquel se formeront les os de l’épaule. À partir du 13Ième jour post-fcondation, on peut
observer une expression généralisée de Cbfa-J au niveau du squelette en développement
[127]. Otto et al., ont observé que l’expression de Cbfa-1 précédait de quelques jours le
processus menant à la différenciation des ostéoblastes, une preuve supplémentaire de son
implication lors de ce mécanisme [127J. Kim et al., en 1999, ont fait une étude détaillée de
l’expression de Cbfa-1 lors du développement du membre chez la souris. Ils ont observé
l’expression à 12,5 jours dans l’enveloppe périchondriale des os longs du membre. À partir
de ce moment, l’expression s’étend vers les régions où l’on retrouve des chondrocytes pré-
hypertrophiques et ensuite aux régions hypertrophiques. Plus tard, on retrouve aussi cette
expression au niveau de la zone de prolifération de l’os. Il faut cependant ajouter que,
pendant tout ce temps, l’expression de Cbfa-J reste toujours très forte au niveau des
cellules ostéoblastiques [134]. Tout comme Sox-9 et PTHrP, Cbfa-] semble impliqué de
très près lors du processus de développement du membre.
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En effet, son implication dans des processus aussi précoces que la condensation du
mésenchyme, en fait une cible de choix pour l’étude du processus de régénération osseuse
lors de la repousse du membre [1341. De plus, il est impliqué dans les processus essentiels
de différenciation des chondrocytes et ostéoblastes, processus que l’on se doit de considérer
lors de la régénération osseuse du membre [127, 12$]. Kim et al. ont démontré que l’on
retrouve Cbfa-1 au niveau de la zone de croissance des os longs, lors de la régénération on
retrouve aussi une zone de croissance osseuse dans le membre. Cbfa-1 pourrait être l’un des
principaux régulateurs du mécanisme d’ossification inclus lors du processus de
régénération du membre chez l’axolotl [134J.
Les trois gènes présentés plus haut sont tous de très bons candidats pour jouer un
rôle lors du processus de régénération osseuse chez l’axolotl, mais leurs réelles fonctions
dans ce processus restent encore à déterminer. Il est donc important d’en connaître un peu
plus sur ces gènes pour déterminer si oui ou non ils sont impliqués lors du processus de la
régénération du membre chez notre modèle, l’axolotl. Pour ce faire, il faut cloner ces trois
gènes chez cet espèce, car c’est un modèle très peu utilisé pour les recherches en biologie
moléculaire. Il faut ensuite caractériser, autant temporellement que spatialement,
l’expression de ces gènes lors du processus de la régénération du membre chez l’axolotl.
Une recherche à plus long terme aurait pour but de déterminer si ces gènes sont essentiels
ou non au processus de la régénération. La régénération du membre reste encore un
phénomène très peu documenté au niveau moléculaire, par contre, les processus de
guérison semblent beaucoup mieux compris à l’heure actuelle. L’amputation d’un membre
implique un traumatisme pour tous les tissus qui se trouvent à proximité du site
d’amputation, les os sont eux aussi touchés par cette action. Le même phénomène se
reproduit lorsque l’un des os du membre se fracture.
19 Régénération vs guérison osseuse
La régénération est un processus qui implique une certaine part de guérison au
niveau du site d’amputation. En effet, au site d’amputation, il se produit, une migration de
cellules qui sont généralemnt des kératinocytes, ceci est un processus par défaut chez tous
les vertébrés [4$]. Cette migration n’a qu’un seul but: fermer au plus vite cette entrée sur le
milieu intérieur. L’axolotl et les autres vertébrés forment un épithélium de guérison, cette
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couche cellulaire constitue la première barrière contre les attaques venant de l’extérieur.
Mais, contrairement aux autres vertébrés, l’axolotl ne se constitue pas de membrane basale
au site de guérison, elle laisse plutôt une zone d’échange entre l’épithélium de guérison et
le mésenchyme sous-jacent [4$]. C’est probablement pour cette raison que l’axolotl ne
forme jamais de cicatrice lorsqu’iL subit une blessure, il constitue un modèle de guérison
parfaite [48]. Comme pour une blessure normale, il y aura activation de certaines enzymes,
remodelage de la matrice extracellulaire et invasion des tissus environnants par les cellules
inflammatoires qui s’occupent de nettoyer les débris cellulaires [4$]. D’ailleurs, au site
d’amputation, on retrouve les mêmes gènes qui sont exprimés lors d’une blessure chez les
autres mammifêres: tels TGF3 et les BMPs [311. Tout comme les autres tissus avoisinants
le site d’amputation, l’os subit aussi des dommages et perd souvent une grande partie de sa
masse. Les os et le cartilage ont été peu étudiés lors de la régénération, mais il est tout de
même connu que ceux-ci, tout comme le reste du membre, régénèrent parfaitement.
Phénomène encore inexpliqué, les chondrocytes cessent leur synthèse de collagène durant
la formation du blastème [135]. Les processus qui sous-tendent ces étapes critiques de la
régénération des structures osseuses du membre sont encore inconnus. L’amputation d’un
membre représente pour le restant du corps une structure manquante dans sa totalité, par
contre une fracture jointe ou une fracture non-jointe ne représente qu’une partie du membre
qui est absente ou affectée. Plusieurs études existent sur les processus de réparation osseuse
chez la plupart des vertébrés et une très bonne caractérisation de ces phénomènes en
découle [136-140].
Il existe deux catégories de fractures décrites à ce jour, les fractures jointes et les
fractures non-jointes de dimension critique (gap osseux). Dans le cas des fractures jointes,
elles peuvent être de deux types : soit stabilisées par des interventions de nature médicales
(plâtres ou tiges métalliques) ou encore non-stabilisées. Dans le cas de fractures non-
stabilisées, la guérison osseuse, contrairement aux fractures stabilisées, sera souvent
imparfaite accompagnée de la formation d’un gros cale (équivalent d’une cicatrice de l’os)
due à une accumulation plus importante de cartilage [141]. De plus Le et aÏ. (2001), dans
son étude chez la souris, a remarqué une différence d’expression de certains gènes comme
Ihh et Bmp-6 pour ces deux types de fractures [141]. Pour ce qui est des fractures non-
jointes, elles sont le plus souvent provoquées intentionnellement par interventions
chirurgicales. Pour ce type de fracture, il existe une manière de la caractériser, c’est la
dimension critique. La dimension critique est la longueur maximale que doit avoir l’expiant
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d’os pour que la reformation d’un cale soit possible. Si la longueur critique est dépassée, il
est impossible d’obtenir une guérison osseuse. Certaines molécules comme TGf-fll
semblent pouvoir augmenter la longueur critique d’un explant osseux [1421.
Chez la plupart des vertébrés, le processus de guérison des fractures peut se résumer
en trois étapes. La première étant la réponse immédiate à la blessure, cette étape se
caractérise par la formation d’un hématome (phase de coagulation) et l’envahissement des
tissus environnants par les cellules de type inflammatoire et des cellules mésenchymateuses
non-différenciées, la formation d’un cale externe en résulte. La deuxième étape est celle de
la réparation, durant laquelle le cale externe est envahi par des chondrocytes qui sécrètent le
collagène et autres molécules de structures, pour devenir le cale mou. Un peu plus tard au
cours de cette phase, via un processus de calcification, le cale mou sera remplacé par le cale
dur. La dernière étape du processus de guérison osseuse est celle du remodelage, c’est-à-
dire que le cale dur formé jusqu’ici sera soumis à d’intenses modifications par les
ostéoclastes* pour que celui-ci ressemble à l’os du départ [73, 13$, 1401. Ces étapes sont
soumises à une régulation serrée par certains facteurs de croissance comme les Tgffl, Pdg!’
(pÏateÏet-derived growth factor), Bmp et les fgf ces facteurs sont synthétisés par les
cellules qui participent à la guérison de l’os [13$, 143J. Récemment, des molécules comme
PTHrP, Cbfa-1 et Jhh ont aussi été associées au processus de guérison des fractures chez
d’autres espèces [72, 73J.
Chez l’axolotl, il existe quelques études portant sur le processus d’ossification
durant la régénération du membre [135, 144, 145J, mais encore plus rares sont les
recherches portant sur les processus de guérison osseuse tous types de fractures confondus
sur les membres. C’est pourquoi il est essentiel de bien caractériser autant d’un point de vue
anatomique que moléculaire ces mécanismes de guérison osseuse chez l’axolotl. Pour y
arriver, il faut déterminer anatomiquement le patron de développement, de guérison et de
régénération osseuse de la patte de l’axolotl. Ensuite, utiliser les gènes PTHrP, Sox-9 et
Cbfa-] pour caractériser l’expression de ceux-ci lors de ces phénomènes. Et enfm,
déterminer si ces mêmes gènes sont essentiels pour le déroulement du développement, de la
guérison et de la régénération de la patte chez l’axolotl.
voir Lexique
j2 Matériels et Méthodes
2.1 Entretien des axolotls
Les animaux, à différents stades de développement, nous proviennent de la colonie
de l’Université d’Indiana (Bloomington, IN) aux États-Unis. Les axolotls sont maintenus
dans une petite salle dont la température et la photopériode sont contrôlées
automatiquement. Les animaux sont gardés à des températures variant entre 18 et 21°C et
vivent selon une photopériode de 12 heures de clarté, 12 heures de noirceur (7 a.m. à 7
p.m./7 p.m. à 7 a.m.). Les axolotls baignent individuellement dans une solution saline
appelée Holfreter’s ( Stock: 3$ mM Mg504, 25 mM CaCl2, 23 mM KCI, 1,7 M NaCI et
9g/L de Trizma Fishgrade pH 7,4). La solution stock est diluée dans l’eau distillée à 20%
pour les larves et à 40% pour les animaux plus matures. Les pots contenant les animaux
sont lavés à chaque jour et les animaux sont changés d’eau par la même occasion une heure
après l’alimentation. Les larves d’axolotl venant de sortir de l’oeuf sont nourries avec des
artémies* (Artemia sp.) venant juste d’éclore. On pèse 2,5 g d’oeufs d’artémie, gardés à
4°C, on les met dans une bouteille de iL avec 39 g de sel d’aquarium, iml de Penlstrep
(Gibco-Invitrogen, CA) et iL d’eau distillée. Le tout est agité avec une pierre à air dans la
bouteille qui est incubée à 37°C pour la nuit (env. 20 heures). Le lendemain, on récupère les
aflémies selon un principe de phototactisme. Les larves plus grosses reçoivent des artémies
ou encore des vers de sang congelés (BioPure, CA). Les animaux qui font plus de 20 cm
reçoivent de la moulée cubée (achetée à la colonie). En cas de maladie, plus souvent des
mycètes, les animaux sont traités avec un traitement antifongique (Fongus Cure, Aquarium
Pharmaceuticals inc., PA).
2.2 Chirurgies sur les axolotls
Les animaux sont anesthésiés dans une solution de iX ou 2X MS222 (3-aminobenzoic
acidethyl ester ou methanesulfonate salts)(Stock: 2% ou 20X), selon la taille de l’animal,
dont le pH a été ajusté à 7,4 avec une solution de 10 % Na2HPO4. Ils sont ensuite sortis de
l’eau et déposés sur un papier absorbant imbibé de Holfreter’s. Durant la chirurgie, les
animaux sont constamment arrosés pour ne pas que les branchies sèchent. Il suffit ensuite
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de couper, à l’aide de ciseaux à micro-chirurgie (fine Science bols, B.C., Canada) la
patte et ensuite de couper le bout d’os qui dépasse du site d’amputation pour ainsi permettre
une régénération dans les meilleures conditions. Les animaux sont ensuite remis dans leur
pot sans autre traitement.
2.3 Clonage des gènes d’intérêts
La première méthode que nous avons utilisée pour le clonage est celle du RT-PCR.
Pour obtenir le matériel nécessaire pour effectuer cette technique, il faut, au préalable,
prélever les tissus d’un animal, en extraire l’ARN totale. Pour ce faire nous utilisons une
méthode utilisant le TRIzOL® (Invitrogen, CA) et un homogénéisateur de type Polytron
(Brinkmann Instruments, ON, Canada). Une fois le tissu homogénéisé, on extrait l’ARN
totale avec le chloroforme et on la précipite avec de l’isopropanol, ces étapes sont suivies
de lavages successifs avec de l’éthanol conservée à -20°C. L’ARN totale sert de substrat
pour une réaction de transcriptase inverse (RI) que l’on effectue à l’aide de la Superscript
II Rnase W RI (Invitrogen, CA) de manière à obtenir de l’ADN complémentaire (ADNc)
qui servira de substrat à la réaction de PCR (polymerisation chain reaction). Pour le PCR,
on utilise des amorces dégénérées construites à partir de séquences d’ADNc d’autres
espèces telles la souris, la tortue, l’humain, etc. Les séquences d’ADNc des différentes
espèces sont alignées, à l’aide d’un programme d’alignements de séquences (MegAlign du
logiciel Lasergene, DNAStar, WI). On choisit deux régions d’environ 20 acides nucléiques
dans l’alignement selon les critères suivants: les régions plus conservées, celles qui ont le
moins tendance à se refermer sur elles-mêmes et enfm des régions qui ont une faible
concentration en C-G, afm de diminuer la température de liaison des amorces. Les deux
séquences déterminées sont ensuite envoyées à Sigma Genosys (ON, Canada) pour leur
synthèse. Les réactions de PCR sont faites à l’aide d’un thermocycleur (Ihermo Hybaid
MBS, MA) et elles comportent les éléments suivants: 10% du produit fmal de la réaction
de RI, 1 pi de chacune des amorces de 25 1iM (sens et antisens), iX tampon de réaction,
1,5 mM MgC12, ljil de lOmM dNTP, compléter avec de l’eau nanopure pour un volume
fmal de 25 ou 50pi. Les cycles sont les suivants: 95°C 5 mm, 75°C 5 mm, il faut à ce
moment ajouter 0,4 pi de Iaq polymérase (2U/ réaction) (Invitrogen, CA), suivi de trente
cycles (94°C (30 sec) (température de dénaturation); 60°C (30 sec) (température de liaison
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des amorces); 72°C (2 mm) (température d’élongation)). On ajoute ensuite une étape
d’élongation de 15 min et la réaction doit être préservée à 4°C jusqu’à la révélation sur gel
d’agarose 1%, iX TAE (50X: 1M tris base, 0,5M acide acétique glaciale, 5mM EDTA pH
$,0 dans l’eau nanopure) contenant lOpi de lOmg/ml de bromure d’éthidium pour 100 ml
de gel (Invitrogen, CA). Le gel est révélé et photographié à l’aide d’un système
fluorochemTM $900 (CA). Les bandes correspondant à la longueur du segment attendu
situé entre les deux amorces, sont ensuite clonées à l’aide du kit TOPO TA cloning
(Invitrogen, CA). De toutes les colonies obtenues sur milieu solide sélectif LB (luria broth)
enrichi d’ampiciline, d’IPTG et de X-gal (1% Bactotryptone, 0,17 M NaCI, 0,5% extraits
de levures, 0,OSOmg/ml d’ampicilline, 12,5 mg/ml de X-Gal (5-bromo-4-chloro-3-indolyl-
f3-D-galactoside), 120 .ig/m1 d’IPTG (isopropy1thio--galactoside), seulement quelques
colonies blanches seront inoculées dans milieu liquide LB additionné d’ampicilline pour
fms d’extraction des plasmides pCR®II-TOPO® (voir annexe 1). Pour ce faire, on utilise
un kit GenEluteTM Plasmid Miniprep (Sigma, MO). On digère ensuite une partie des
plasmides, à l’aide d’enzymes de restriction appropriées, pour sortir l’insert du plasmide.
On fait ensuite séquencer les plasmides contenant les inserts de grandeur désirée par le
service de séquençage du département de biochimie de l’Université de Montréal pour
confirmer l’identité du fragment. Pour analyser les séquences obtenues, on utilise le
programme BLAST à l’intérieur du site PubMed.
La deuxième méthode utilisée pour cloner les séquences des gènes d’intérêts est le
criblage d’une librairie d’ADNc de larves d’axolotls (Stratagene, La Jolla, CA)(voir le
protocole pour des explications plus complètes). Les cellules infectées par le phage Uni
ZAP® XR. sont des XL1-Blue MRF’ forment des plages de lyse sur une gélose NZY 150
mm ($5 mM NaCI, $ mM MgSO4.71120, 0,5% extraits de levures, 1% de caséine
hydrolysée). Des membranes de nitrocellulose NitroPure (Osmonics, Fisher, US) sont
ensuite appliquées sur les géloses et les ADN sont liés à la membrane par U.V. à l’aide
d’un crosslinker SpectroLinker (Spectronics Corporation, NY). Ces membranes sont
ensuite préhybridées dans un four à hybridation (VWR Scientifics Products, PA) à l’aide
d’une solution contenant ou non de la formamide et contenant des agents bloquants et
autres composés (Denhart’s (2% Ficoli, PPD, BSA), sperme de saumon ou hareng
dénaturé, dextran sulfate, tampon sodium-phosphate, ARN de levure, EDIA, SSC, SDS,
etc.). On synthétise ensuite une sonde d’ADN marquée au phosphore 32 à l’aide d’un bout
de séquence du gène dont on veut la séquence complète, de dNTP et du grand fragment de
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l’ADN polymérase I (Invitrogen, CA) qui synthétise des fragments marqués. On purifie
cette sonde et on la met sur les membranes dans la solution de préhybridation, on incube
toute la nuit dans le four à hybridation. Après quelques lavages avec une solution de 0,1 X
SSC et 0,1% $DS, on emballe les membranes dans une pellicule plastique type Saran Wrap
et on les place dans une cassette pour l’exposition d’un film radiographique B-Plus
(Progene, Canada) à -80°C. Le film est développé à l’aide d’une machine de type X-OMAT
Processor (Kodak, Canada). Les plages positives seront ensuite prélevées et stockées dans
une tampon SM (lOOmM NaC1, 8mM MgSO4, 5OmM Tris-HCL pH7,5, 0,01% gélatine) où
elles seront utilisées pour un criblage secondaire des plages positives. Après avoir isolé une
plage positive, on utilise un protocole d’excision (Stratagene, CA) pour sortir la séquence
du phage spécifique des bactéries. Les colonies positives seront ensuite soumises à une
extraction de leur plasmide (Miniprep) qui est pBluescript SK (+) (voir annexe 1), une
digestion et un séquençage.
La troisième méthode: RACE (Rapid Amplification of cDNA Ends) que nous
avons utilisée était destinée à trouver la séquence complète de nos gènes d’intérêt. Nous
avons effectué cette méthode à l’aide du kit GeneRacer (Invitrogen, CA). Le processus
implique une étape de déphosphorylation des ARN totale ou des ARNm, une étape qui
retire la coiffe des ARNm, une étape de ligation d’un oligo sur l’ARN, une réaction de
transcriptase inverse et enfm deux rondes d’amplification par PCR à l’aide d’amorces
spécifiques. On effectue ensuite une réaction de clonage à l’aide du kit TOPO TA
(Invitrogen, CA). On purifie les plasmides des colonies positives (Miniprep), ils sont
digérés et séquençés.
2.4 Caractérisation temporelle de l’expression des gènes d’intérêt par Northern Blot
Pour effectuer cette expérience, nous avons utilisé l’analyse Northern. Il faut tout
d’abord prélever les blastèmes aux différents stades de régénération de la patte. Pour ce
faire, il faut anesthésier l’animal et prélever un morceau de la patte en régénération
correspondant au blastème plus 2 mm sous le site d’amputation. Les blastèmes sont ensuite
congelés dans l’azote liquide et gardés à -80°C en attendant d’en extraire l’ARNt à l’aide de
la technique décrite plus tôt. Lorsque l’on a extrait l’ARN totale, il faut ensuite extraire les
ARNm à l’aide du kit GeneEluteTM- mRNA Miniprep (Sigma, MO). À toutes les étapes
d’ARN est vérifié (gel d’agarose et lecture au spectrophotomètre). Toutes les lectures au
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spectrophotomètre BioMateiM 3 (Thermo Spectronic, NY) se font de la même façon. On
dilue, tout d’abord, ce que l’on veut quantifier dans un tampon TE pH 8,0 (lOmM Tris,
lmM EDTA), on met ensuite l’échantillon dans des cuvettes de quartz 50jil (VWR, PA).
Les échantillons sont lus à des longueurs d’ondes de 260 et 280 nm. Les ARNm étant
extraits, il faut prendre 5 ig de cette ARNm pour chacun des stades et les charger sur un
gel dénaturant. Le gel est composé de 1% agarose, iX MOPS (Stock 1OX: 250mM MOPS
(3-(N-Morpholino) propanesuffonic acid), 5OmIvI acétate de sodium, I OmM EDTA) et
6,9% formaldéhyde. Lorsque les échantillons auront migré dans le gel toute la nuit, on
effectue un transfert des ARNm du gel vers une membrane de nylon Biodine® A (Pal!, ON,
Canada) à l’aide d’une unité de transfert capillaire (Scie-Plas ltd, UK) dans un tampon 2X
SSC (20X: 3M NaC1, 0,34M sodium citrate). On laisse transférer toute la nuit, le jour
suivant on liera les ARNm à la membrane à l’aide d’un crosslinker SpectroLinker
(Spectronics Corporation, NY). On hybride ensuite la membrane à l’aide d’une sonde
marquée au phosphore 32 que l’on synthétise de la même manière que la sonde du criblage
de la librairie d’axolotl (voir plus haut). Il faut cependant utiliser de l’eau traitée au DEPC
(diéthyl pyrocarbonate) pour toutes les étapes puisqu’il s’agit d’ARN, le DEPC a pour effet
d’inactiver les RNases qui pourraient se retrouver dans l’eau et dégrader l’ARN du gel ou
de la membrane. La membrane est ensuiW lavée dans deux solutions (solution 1 : 2XSSPE
(3M NaCI, 0.2M Na2HPO4, 2OmM EDTA), 0,1% SDS ; solution 2: 0,5X $SPE, 0,1%
SDS), elle est ensuite emballée dans une pellicule plastique et elle est exposée à un film
radiographique quelques jours à -80°C. Le film est ensuite développé dans la machine X
OMAT (Kodak, Canada).
2.5 Caractérisation spatiale de l’expression des gènes d’intérêt
Une caractérisation du patron d’expression des gènes est obtenue grâce à une
technique d’hybridation in situ sur des pattes entières en régénération [154J. Cette
technique contrairement aux techniques conventionnelles d’hybridation in situ, nous permet
de visualiser en trois dimensions l’expression du gène à l’étude, ce qui en fait un outil très
utile lors des études de régénération. Il faut tout d’abord amputer des animaux de moins de
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cinq centimètres, sur le côté droit on ampute proximal par rapport au corps, c’est-à-dire
environ au milieu de l’humérus/fémur, et les deux pattes du côté gauche sont amputées
distalement donc au milieu des deux os radius/cubitus ou tibia/fibula (figure 2). On laisse
les pattes régénérer jusqu’au stade désiré et on fixe les animaux euthanasiés en entier aux
différents stades. La fixation est effectuée dans le I XMEMfA (10% sels MEM (1M
MOPS p11 7.4, 2OmM EGTA, lOmM MgSO4), 3,7 % formaldhéhyde et le reste en eau
traitée au DEPC). On laisse ensuite l’animal dans le fixateur à 4°C durant deux jours, on
change ensuite le fixateur pour du méthanol, on laisse stabiliser quelques minutes, on remet
du méthanol et on garde les animaux fixés à -20°C. Il faut ensuite préparer la sonde d’ARN
antisense qui s’hybridera sur les ARNm des gènes à étudier. On linéarise le plasmide dans
lequel notre gène est inclus, on purifie sur gel le plasmide linéaire, on prélève 1 ,.tg du
plasmide purifié et on fait une réaction de transcriptase à l’aide d’une polymérase à ARN
(T3, T7, $P6) qui synthétisera une sonde antisens marquée à la digoxigénine. Cette sonde,
par un traitement à la DNase I ne contiendra plus d’ADN et sera ensuite précipitée. À la fin
de ce processus, nous obtiendrons une sonde 1OX que nous utiliserons diluée lx.
Les pattes des animaux fixées sont prélevées et nettoyées des tissus non-désirés
(entre les deux pattes), elles subiront ensuite une série de traitement : réhydratation,
traitement à la protéinase K (30tg/ml), acétylation (0,1 M triéthanolamine et acide acétique
anhydre), refixation (4% paraformaldéhyde) et préhybridation. La solution que nous
utilisons pour la préhybridation est la même que pour diluer la sonde 1OX. Elle se compose
comme suit: 50% formamide, 5X SSC, lmg/ml ARN de levure, 100Ig/ml héparine, iX
Denhart’s, 0,1% Tween-20, 0,1% CHAPS et 5 mM EDTA. On préhybride donc toute la
nuit à des températures variant entre 55°C et 65°C. Le lendemain, on dénature la sonde
diluée iX à 83°C durant 2 minutes et on incube la sonde d’ARN antisens avec les pattes
durant deux à trois jours à 65°C (PTHrP) et 60°C (Sox-9, Cbfa-]). On fait ensuite des
lavages post-hybridation avec du SSC et du MAB (lOOmM acide maléique, l5OmM NaCÏ,
pH 7,5). Vient ensuite l’étape de l’immunohistochimie, qui consiste à mettre les pattes
hybridées en présence d’agents bloquants comme l’albumine de sérum bovine et le sérum
de mouton. On ajoute ensuite l’anticorps qui reconnaît la digoxigénine, cet anticorps est
couplé à l’a&aline phosphatase. On met ensuite le BM purpie (Roche,Mtl., Canada) qui se
verra enlever un groupement phosphate par l’allcaline phosphatase, ce qui a pour résultat de
changer le BM purpie en précipité violet aux endroits où il y aura présence de la sonde,
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donc du gène exprimé. Cette technique est très révélatrice, mais comporte plusieurs étapes
que l’on doit optimiser (Jénétration de la protéinase K, température d’hybridation)
Pour étudier le processus de guérison des fractures jointes et non-jointes, il faut
d’abord faire les chirurgies qui permettent d’imiter les atteintes que peut subir l’os lors de
tels phénomènes. La fracture jointe est pratiquée sur un animal qui a été anesthésié avec 2X
MS222. On fait une incision longitudinale antérieure de la peau sur la patte au niveau de
l’avant-bras, on repère l’un des deux os de la partie distale de la patte (radius/cubitus, tibia!
fibula), on sectionne ensuite, à l’aide de ciseaux chirurgicaux, l’un des deux os en son
milieu. Les deux extrémités d’os sont ensuite remis en ligne et l’animal retourne dans son
pot sans aucune stabilisation de la fracture. La fracture non-jointe est effectuée suivant le
même principe, à l’exception près que lorsque l’on vient pour couper l’un des deux os de la
partie distale de la patte, on coupe une première fois plus près des os du tarse. On mesure
ensuite 4 mm (dimension critique) et on recoupe dans la partie de l’os plus proche du
coude, on extrait ensuite la partie d’os enlevée et on remet l’animal dans son pot. Encore
une fois, pour ce type de chirurgie, aucune stabilisation de la patte de l’animal n’est
effectuée.
2.6 Fixation et coloration des pattes fracturées
Les pattes ainsi fracturées sont amputées à différents temps suivant la chirurgie. Les
pattes sont fixées, 24 heures ou plus, dans une solution de 10% formaline tamponnée (4%
formaldéhyde, 0,7X PBS) jusqu’à ce qu’elles soient colorées. Pour ce faire, on utilise une
technique de coloration double pour colorer le cartilage en bleu et la matrice calcifiée en
rouge [77, 85]. La technique est simple, il faut d’abord rincer le fixateur au moins une
heure avec de l’eau distillée en effectuant plusieurs changements d’eau durant ce temps. On
place ensuite le spécimen dans la solution colorante au bleu d’alcian (20 mg de poudre de
bleu d’alcian dans une solution EtOWacide acétique glaciale de 70% éthanol et 30% acide
acétique glaciale) pour une journée au minimum. Cette étape permet de teindre le cartilage
en bleu. Le lendemain, on transfert le spécimen dans la solution EtOH/Hac pendant une
heure. On met dans l’éthanol 100% pour 24 heures. On rince ensuite le tout à l’eau du
robinet, en effectuant plusieurs changements, sur une période de deux jours. On transfert
ensuite le spécimen dans une solution de 1% trypsine diluée dans une solution de 30% de
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borate de sodium (Borax) saturée. On laisse agir la trypsine, à température de la pièce,
durant au moins 24 heures, si au bout de ce temps la coloration bleue n’est pas encore
visible, changer la trypsine et laisser pour une autre période de 24 heures. On transfert
ensuite dans la solution colorante au rouge d’alizarin. Pour faire celle-ci, on dissout la
poudre du rouge alizarin dans de l’eau de manière à ce que celle-ci soit saturée. Pour
l’utiliser lors du protocole, on prend une solution de 0,5% KOil et on ajoute de la solution
saturée de rouge alizarin jusqu’à ce que celle-ci prenne une teinte violet très foncé. On met
ensuite la pane dans cette solution durant 24 heures. On transfert les pattes dans une
solution de 0,5% KOH sans rouge alizarin et on change deux ou trois fois sur une période
de 24 heures. On traite ensuite les panes avec des solutions 0,5% KOHlglycérol: 2 1, 1
1, 1 : 2 et finalement on conserve les pattes dans du glycérol 100%, ce qui permet une
conservation prolongée des spécimens, jusqu’à la prise de photos.
4$
3 Résultats
Afm de faciliter la présentation et l’analyse des résultats obtenus, l’étude se fera
selon l’ordre établi dans la section Revue de littérature, soit: Sox-9, PTHrP et Cbfa-1.
Toutes les expériences des études d’expression pour les trois gènes ont été menées un
minimum de trois fois pour s’assurer de l’acuité du signal perçu.
3.1 Sox-9
3.1.1 Ctonage
Il est primordial avant d’entreprendre toute étude d’expression sur le gène donné,
de le cloner. Pour ce faire, la méthode de RT-PCR utilisée avec des amorces dégénérées a
été privilégiée. Les amorces utilisées pour cloner $ox-9 sont les suivantes: DfSOX
(Degenerate foward $ox-9) et DRSOX (Degenerate Reverse Sox-9) (figure 3 A), la
longueur du segment attendu est de 471 paires de bases (j)b). La bande réelle obtenue par
électrophorèse suite au RT-PCR est d’environ 490 pb (résultats non montrés), après
séquençage et analyse de la séquence avec BLAST (www. ncbi. ni m. nih. ov/PubMed), on
obtient un segment de 45$ pb correspondant au gène Sox-9 avec une valeur E (Expect) de
3e-17. La valeur E est une valeur qui donne le niveau d’homologie de la séquence soumise
par rapport aux autres séquences de la banque de données. La séquence clonée est sens
(+1+), ce qui veut dire que le gène inséré à l’intérieur du plasmide est 5’-3’comme celui-ci.
La séquence clonée possède un bon degré d’homologie, plus de $0 % (tablel), avec le gène
Sox-9 des autres espèces, tels l’alligator, l’humain, la souris, etc. (figure 4).
3.1.2 Études d’expression
Les études d’expression effectuées pour Sox-9 utilisent toutes une sonde qui a été
synthétisée à partir du plasmide séquencé contenant la séquence de Sox-9.
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figure 3: Amorces dégénérées d’orientation 5’-3’ utilisées pour le clonage des gènes
d’intérêt. A) Amorces dégénérées utilisées pour cloner un segment de Sox9. B) Amorces
dégénérées utilisées pour cloner un segment de PTHrP. C) Amorces utilisées pour cloner
un segment du gène Cbfa-].




DRPTHRP 5’ GTTNGTYTCCTGRGKYAGGT 3’
C
DFCBFA 5’ ACAGYCCSAACTTYCTSTGCT 3’
DRCBFA 5’ GGTAMGWCTGRTCATASGAC 3’
Légende:
A = Adénine C = Cytosine G = Guanine T = Thymine
R=A+G Y=C+T K=G+T S=G+C W=A+T
H=A+T+C B=G+T+C D=G+A+T V=G+A+C
N=A+T+C+G
***Note: la légende est constituée à partir des indications de Sigma AÏdrich
Genosystem, US.
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Table 1 Tableau comparatif des pourcentages d’homologie entre le fragment d’ADNc
de Sox-9, PTHrP et Cbfa-1 cloné chez l’axolotl et celui de l’humain, du poulet, du
rat, de la souris et du xénope. Données extraites avec Blast
(http:!/www.ncbï.nlm.nih. ov’BLAST”)









Humain Poulet Rat Souris Xénope
Acides 90 95 88 87 85
nucleiques
Sox-9
Protéines 95 95 95 95 88
Acides
,. Les donnees pour ce gene ne sont que fragmentaires
PTHrP
nucteiques
Protéines 63 7$ 61 61 n-d
Acides 81 82 $7 $1 85
Cbfa-1
nucleiques
Protéines 95 95 95 95 $8
n-d: données non-disponibles
51
Figure 4: Alignements de la séquence clonée de $ox-9 de l’axolotl (en jaune) avec la
séquence de l’alligator, du poisson-zèbre, de l’humain, de la souris, du poulet et du xénope.




































511 GACTACAAGTATCAGCCACGGCGCAGAA AGICCGTTAAGA xenopeSOX9
180 CCAC GACAGGAGAGGGAGA--GGTGCCGGGCGAAGGCG axoIotISOX9
551 ACGGGCAGTCGG AG CAG GAGGAGGGCTCGGAG CAAACCCA alligatorSOX9
557 ACGGCCAGAGCGAATCTGAAGACGGCAGCGAACAGACCCA poissonSOX9




216 - ACACGGTGCAGGGACACTACAAGAACACA CACCTG axoIotISOX9
591 CATCTCCCCCAATGCCATCTTCAAGGCCCT GCAGGCG alligatorSOX9
597 CATCTCGCCCAACGCCATCTTCAAAGCGCTCCAGCAGGCG poissonSOX9
591 CATCTCCCCCAACGCCATCTTCAAGGCGCT GCAGGCC humainSOX9
591 CATCTCTCCTAATGCTATCTTCAAGGCGCT GCAAGCC sourisSOX9
594 CATCTCCCCCAACGCCATCTTCAAGGCGCT GCAGGCG pouIetSOX9
591 CATCTCCCCTAATGCAATTTTCAAGGCCCT ACAGGCT xenopeSOX9
GACCTGCGGCGTGCCGGCGACCG-GTCACCCATGTCTGAT axoIotISOX9




G A C T C C C C G C A G T C A T C C T C C A G C A T C A G C G A G G T G C A C T poulet SOX9
GACTCCCCGCATTCCTCTTCCAGCATGAGCGAAGTCCACT xenopeSOX9
GGGGCGTCAGAACACGGGGC.AGGTCAGAGTCACGGGCCCC axolotlSOX9
CCCCCGGG- GAGCACT CTGGGCAGTCCCAAGGCCCCC alligatorSOX9
CGCCCAGC- GAACACT CAGGCCAGTCCCAGGGGCCGC poissonSOX9
CCCCCGGC- GAGCACT CGGGGCAATCCCAGGGCCCAC humainSOX9
CCCCGGGC- GAGCACT CTGGGCAATCTCAGGGTCCGC sourisSOX9
CCCCCGGG- GAGCACT CAGGGCAGTCGCAGGGCCCCC pouletSOX9
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Les études d’expression lors du développement ont été effectuées en utilisant la
technique d’hybridation in situ sur les embryons entiers. Cette technique a déjà été
employée avec succès pour des études d’expression pour le même gène sur les embryons de
Xénope [1461, de poulet [$51, de souris [74, $6, 93, 95] et chez le poisson-zèbre [96J entre
autres, pour leurs rôles lors de la chondrogénèse. La sonde d’ARN a été produite à partir du
plasmide linéarisé et purifié. La polymérase utilisée pour Sox-9 est l’ARN polymérase T3
qui produira une sonde antisens. Les résultats obtenus pour Sox-9 sur les embryons
d’axolotls pour cette technique sont présentés à la figure 4. (NOTE: Tous les stades du
développement ont été identifiés à l’aide du livre: Developmental Biotogy of the Axolotl
de J. B. Armstrong et G. M. Malacinski, publié en 1989 [42].
L’expression de $ox-9 débute très tôt lors du développement embryonnaire chez
l’axolotl, au stade 16-17, correspondant aux stades intermédiaires et tardifs de la
neurulation. On peut observer le signal sur les bourrelets médullaires entourant la plaque
neurale (figure 5 B). Un peu plus tard, aux stades plus tardifs de la neurulation (19), on voit
apparaître les renflements des différentes parties du cerveau soit : partie antérieure,
médiane et postérieure. À cette étape, le signal du gène se concentre surtout dans ces
régions et le long des bourrelets médullaires qui fusionnent (figure 5 C). Au stade 22,
l’embryon exhibe une très forte expression de Sox-9 à l’extrémité antérieure, correspondant
au futur cerveau, ce signal semble migrer le long du tube neural (figure 5 D). Il apparaît
donc évident que Sox-9 est exprimé surtout au niveau des tissus neuronaux, tels le futur
cerveau et le tube neural. Au stade 26, l’expression de Sox-9 se situe surtout au niveau de la
partie postérieure de la tête de l’animal, formant ainsi un triangle dont les sommets
s’étendent ventralement et postérieurement (figure 5 E). Cette région correspond à l’aire de
migration des cellules de la crête neurale qui participent à la mise en place des différentes
structures du corps de l’animal [147]. Plus tard, au stade 33-34, on remarque que le signal
s’est concentré dans certaines régions de la partie antérieure de l’animal, comme les
vésicules otiques, de même que le long de la moelle épinière (figures 5
53
Figure 5 : Expression de Sox-9 au cours de différents stades de développement de l’axolotl.
A) Stade 11 V où l’on peut apercevoir le blastopore. B) Stade 16-17 C) Stade 19 D) Stade
22 (vue dorsale) E) Stade 26 (vue latérale) F) Stade 33-34 (vue latérale) G) Stade 33-34
(vue dorsale) H) Stade 39 (vue latérale) I) Stade 39 (vue latérale) J) Stade 43 (vue








f-G). On retrouve à peu près le même patron d’expression au stade 37, mais en plus, le
signal se concentre autour des cavités orbitaires et au niveau de la mandibule en formation
(figures 5 H-I). Au cours des derniers stades de développement embryonnaire de l’axolotl
(42 à 44), on remarque une expression persistante le long de la colonne vertébrale, une
expression plus intense au niveau des mâchoires, ainsi qu’une expression se limitant aux
arêtes des os composant le crâne (figures 5 J-L). L’expression de Sox-9 est donc surtout
concentrée dans les régions où il y a mise en place des structures squelettiques de l’animal.
La classification utilisée jusqu’ici (Armstrong, 1989) [42J ne permet pas de
caractériser les stades de développement de la patte puisque l’étape 44 est la dernière
décrite par Annstrong. À ce moment (stade 44), les bourgeons des pattes avant
commencent tout juste à apparaître sur les flancs de l’animal.
Afm de caractériser les étapes subséquentes du développement de l’axolotl qui se
résument presque exclusivement à la croissance des pattes, nous avons eu recours à un
article paru dans Developmental Dynamics par Nye et aï. en 2003 [44]. Cet article décrit et
montre très bien les différents stades du développement des pattes de l’axolotl. Au stade 44,
il semble n’y avoir aucune expression visible de $ox-9 dans le bourgeon des pattes avant
(figure 6 A). Environ 3-4 jours plus tard, les membres avant de l’animal en sont au stade
46, où l’on dénote une forte expression de Sox-9 dans tout le bourgeon (figure 6 B). Au
stade 47, la patte commence à prendre sa forme et à s’aplatir dans sa partie plus distale. À
ce moment, grâce à l’expression de Sox-9 très intense au bout de la patte, on peut voir sous
l’épiderme que $ox-9 est très exprimé lors de la formation des doigts (figure 6 C).
L’expression du gène Sox-9 est donc, tel que vu dans la section précédente, confmée aux
régions où il y a mise en place des éléments squelettiques par le processus de la
chondrogénèse. Au stade 49, il semble que l’expression de Sox-9 soit surtout concentrée sur
le bout des futurs doigts ainsi que, quoique plus diffuse, sur le squelette de la patte en
formation (figure 6 D). Dans l’étape précédant la fin du développement de la patte avant de
l’axolotl, soit au stade 52, on remarque que le signal de $ox-9 est limité au bout des doigts
seulement (figure 6 E). Cette expression très spécifique et localisée est sans doute due au
fait que, dans le reste de la patte, la mise en place du cartilage est terminée alors que le bout
des doigts est encore en formation. L’étude de l’expression spatiale de Sox-9 durant le
développement embryonnaire de l’axolotl a permis d’établir une bonne corrélation entre
une augmentation de l’expression de ce gène et la formation du squelette via la
chondrogénèse. Le processus de régénération du membre chez l’axolotl implique la
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Figure 6: Expression de Sox-9 durant le développement de la patte avant de l’axolotl A)
Stade 44 3) Stade 46 C) Stade 47 D) Stade 49 E) Stade 52 Note: Les larves d’axolotls







reformation complète et parfaite de la patte, la chondrogénèse est donc un processus
essentiel à ce phénomène. Nous avons donc vérifié si Sox-9 était encore associé à la
formation de cartilage durant le processus de reformation du membre après amputation.
3.1.2.2 Régénération
Les études d’expression de Sox-9 lors de la régénération ont été effectuées à
différents stades du processus. Les animaux ont été amputés proximalement et distalement
et, par la suite, fixés aux différents temps retenus pour l’étude. Ces stades ont été
déterminés comme suit: O correspondant à l’amputation, 6h correspond à la fixation de
l’animal six heures après l’amputation et ainsi de suite pour 24h et 4$h. Pour les stades plus
avancés, l’article de Tank et aÏ. (1976) est la référence pour distinguer les différentes étapes
de la régénération, tels: bourgeon primaire (EB), bourgeon intermédiaire (MB), bourgeon
tardif (LB), palette (PAL) et enfm différentiation des doigts (ED) [148J. En tout, huit stades
sont étudiés pour caractériser l’expression de $ox-9 lors de la régénération.
La figure 7 présente les résultats obtenus, pour l’expression de Sox-9 durant la
régénération, en utilisant la technique décrite plus haut d’hybridation in situ sur des
membres entiers. Les stades 6h, 24h et 4$h, ne présentent pas de signe apparent de
l’expression de Sox-9 au site d’amputation ou ailleurs dans le membre (figure 7 A-C, I-K).
L’expression semble plutôt commencer au stade du bourgeon primaire, elle est très faible
au niveau de l’amputation proximale (figure 7 D), mais semble un peu plus forte sur
l’amputation distale (figure 7 L). L’expression de $ox-9 semble donc commencer à ce
moment précis de la régénération, le bourgeon primaire est le premier stade visible à l’oeil
nu du processus. Au stade du bourgeon intermédiaire, on voit s’intensifier de beaucoup le
signal du gène Sox-9, autant au niveau proximal que distal, l’expression semble présente au
niveau de tout le blastème (figures 7 E, M). Cette expression uniforme au blastème est aussi
caractéristique du bourgeon tardif qui se distingue notamment par un allongement du
blastème de régénération (figures 7 f, N). C’est au niveau du stade palette que l’on peut
observer quelques changements dans le patron d’expression de Sox-9. En effet, le signal
semble un peu plus concentré dans les régions plus distales de la patte en régénération.
L’expression se maintient malgré cela dans tout le reste du blastème (figures 7 G, O). Le
dernier stade étudié pour la régénération des membres est la différenciation des doigts. ce
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Figure 7: Expression de $ox-9 durant les différents stades de la régénération de la patte
avant de l’axolotl. Expression du gène sur une amputation proximale (A-H) et distale (I-P).
A) et I) Six heures après l’amputation B) et J) 24 heures après l’amputation C) et K) 4$
heures après l’amputation D) et L) Stade du bourgeon primaire E) et M) Stade du
bourgeon intermédiaire F) et N) Stade du bourgeon tardif G) et O) Stade de palette H) et
P) Stade de la différenciation des doigts
A B C D
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Figure 8: Analyse Northem de l’expression de Sox-9 durant les différents stades de la
régénération des pattes avant de l’axolotl. En haut, signal produit par l’hybridation de la
sonde de Sox-9. En bas, chargement des ARNm (l$S) sur le gel dénaturant détecté avec le





















stade se caractérise par une expression forte de $ox-9 sur le contour des doigts
exclusivement et plus fortement dans les interstices basaux de ceux-ci. Le reste de la patte
ne démontre que très peu de signaux visibles. L’expression de Sox-9 lors de la régénération
semble, encore une fois, correspondre avec les zones d’activités intenses de formation de
cartilage. La technique utilisée ici pour caractériser l’expression de Sox-9 nous permet de
donner au patron d’expression de Sox-9 une troisième dimension, mais aussi indirectement,
une indication du patron d’expression temporel du gène à l’étude. Pour vérifier ce nouvel
élément, la technique d’analyse Northem Blot a été utilisée.
Une membrane a été préparée avec 5ig d’ARNm extraite aux différents stades de la
régénération. Celle-ci est ensuite hybridée avec une sonde d’ADN marquée au phosphore
32. Les résultats obtenus sont présentés à la figure 8, où l’on observe une bande à une
hauteur d’environ 4,4 Kb, correspondant à la longueur de l’ARN messager de Sox-9 [74,
$0]. On observe une expression faible, mais soutenue de $ox-9 dans les premiers stades de
la régénération et une augmentation du signal pour les stades de bourgeon tardif palette et
différenciation des doigts. Ces résultats ne permettent pas d’en venir aux mêmes
conclusions que celles obtenues avec la technique de l’hybridation in situ. Une explication
possible de ce phénomène est que pour la préparation de la membrane de Northern, il a été
nécessaire de prélever pas moins de 40 blastèmes de pattes à chacun des stades pour obtenir
assez de matériel, contrairement à la technique d’hybridation qui ne présente le signal que
pour un seul blastème en régénération. Si le signal du gène est trop faible, la technique de
l’hybridation in situ ne permettra pas de le visualiser.
3.2 PTHrP
3.2.1 Clonage
Le clonage de ce gène a été effectué avec la même technique que pour le gène
précédant, soit le RT-PCR à partir d’ARN totale de larves d’axolotls. Les amorces utilisées
pour la réaction de PCR ont été DFPTHRP (Degenerate Foward PTHrP) et DRPTHRP
(Degenerate Reverse PTHrP) (figure 3 B). La longueur du segment attendu est de 237 pb
selon l’emplacement des amorces sur l’alignement de séquences des autres espèces. Sur le
gel d’électrophorèse, nous avons obtenu un doublet de bandes entre 300 et 500 ph (résultats
non montrés). Après séquençage et analyse BLAST, la séquence clonée est de
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Figure 9: Alignements de la séquence clonée de PTHrP de l’axolotl (en jaune) avec la
séquence du fugu sp. (poisson), du rat, de la souris. L’alignement a été effectué grâce à










66 ACACGGCTGAACGTTCAGTG CCGG AAGTGTCAC axoIotIPTHrP
12$1ACACGGCCAACGAAGAAGCCCCACCTGTGCAGAGCAGGAC Fugusp.PTHrP
277 ACACAGCTGAAATCAGAGCTACCTCGG AGGTGTCCC ratPTHrP
243 ACACAGCCGAAATCAGAGCTACCTCGG AGGTGTCCC sourisPfHrP
99 CAGACCCCAAGCCCTC CACCAACACCAAGAA axoIotlPTHrP
I32ICCAGACCCAAACCTTCAGCGGGAACTCCCTGCACGAGAAG Fugusp.PTHrP
313 CTAACTCCAAACCTGC TCCCAACACCAAAAA ratPTHrP
279 CCAACTCCAAACCTGC TCCCAACACCAAAAA sourisPlHrP
130 CTACAACAA CAATGTCCGCTACGGCC axolotlPTHrP
136ICCCCCGGGGGCCACCAAGAACCTCCCTGACAGGTTCAGTT fugusp.PTHrP
344 CCACCC — — TGTGCGGTTTGGGT ratPTHrP





196 GGCGGCG- CCTACAAAGAGCCCGCCCTGAA GACGACG axolotIPTHrP
1441 GGCTTTGGCTTACAAAGACCAGCCGCTTAAACTGGCCACC fugusp.PTHrP
404 G G T G G A G A C G T A C A A A G A G C A G C C A C T C A A G A C G C C C rat PTHrP















543 GAGGACCCCCAGCCC CACACCTCCCCGACCTCGA ratPTHrP





418 TGTCACCAGACCCCA AGCCCTCCACCAACACCAAGAACT axoIotIPTHrP
I665CTCTGCCCGAC TTCATATTACG ATGCCAA AATCCTTTTGT fugusp. PTHrP
612 TT T C A C C G A A G A T C T 1CC A A G G A C A C G TTA C A G G AT T C T rat PTHrP
572 TTTCATCGAAGATCT TCCAAGGACACGTTACAGG sourisPlHrP
457 ACAACAACAATGICCGCTACGGCC CTGAGGACGAG axoIotIPTHrP
I7O5ATG ATAAAATGTTG CTATGCG TCTATTTTTTATACTTCCT Fugusp.PTHrP
651 GTAATAGTAAACATATGGAAAGTA TTAGACATATTTATT ratPTHrP
605 souris PIHrP
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avec une valeur E de 0,004, ce qui est très élevé par rapport au gène $ox-9. Cette valeur E
élevée signifie que la séquence soumise possède très peu d’homologies avec les autres
séquences composant la banque de données (table 1). Avec ce faible indice d’homologie,
nous avons tenté de faire une analyse BLA$T sur les protéines en traduisant la séquence
obtenue, le résultat pour cet essai est l’obtention d’une valeur E de 2e-20, ce qui nous
apporte une preuve de plus que la séquence clonée est bien PTHrP de l’axolotl. La
séquence clonée est dans le même sens (5’-3’) que le plasmide dans lequel elle a été clonée
et par rapport à l’amorce utilisée au séquençage. La séquence est beaucoup plus longue que
prévue si l’on se fie aux amorces, mais cela s’explique par la fonnation de trouées dans la
séquence due au faible degré d’homologie entre les différentes espèces (environ 60%)
(figure 9).
3.2.2 Études d’expression
Les études d’expression effectuées pour PTHrP utilisent toutes des sondes qui ont
été synthétisées à partir du plasmide séquencé.
3.2.2.1 Développement
La technique d’hybridation in situ sur les membres entiers a été utilisée pour les
études d’expression autant lors du développement que lors de la régénération. Pour ce qui
est de PTHrP, plusieurs études ont déjà utilisé la technique d’hybridation in situ mais elles
étaient effectuées majoritairement sur des sections de tissus [114, 116, 1171, mais très peu
l’ont été sur des membres entiers [11$]. La sonde d’ARN antisens a été produite à partir du
plasmide linéarisé et purifié et ensuite synthétisée à l’aide de l’ARN polymérase T3.
La caractérisation des stades du développement s’est effectuée à l’aide du livre
d’Armstrong [421. Lors des stades précoces du développement, c’est-à-dire lors de la
gastrulat ion (figure 10 A), la neurulation (figure 10 B) et même sur des stades plus avancés,
tels que présentés dans les figures 10 C, D et E, on ne constate aucune expression de
PTHrP. C’est au stade 43, que l’on peut apercevoir une faible expression au niveau du
crâne de l’animal, au niveau du tectum synoticum* et de la jonction entre l’os pariétal et les




Figure 10: Expression de PTHrP lors de différents stades du développement de l’axolotl.
A) Stade 11 ,4 B) Stade 16 C) Stade 28 D) Stade 32 (vue latérale) E) Stade 32 (vue
dorsale) F) Stade 43 (vue antérieure dorsale) G) Stade 43 (vue latérale) U) Stade 44 I)






Figure 11 : Expression de PTHrP lors de différents stades de développement de la patte
avant de l’axolotl A) Stade 46 B) Stade 47 C) Stade 49 D) Stade 51 E) Stade 52 Note:








vertébrale de l’animal (figures 10 G-H) Un peu plus tard, on peut remarquer, sur une vue
ventrale de l’animal, l’expression de PTHrP qui entoure le système digestif de l’animal. On
peut donc conclure que l’expression de PTHrP lors du développement est très réduite et est
possiblement associée à la présence de structures cartilagineuses plus matures.
Pour ce qui est des stades de développement de la patte, la référence pour
l’identification reste celle de Nye et al. [44J. L’expression lors des différents stades de la
patte de l’axolotl reste absente des étapes précédant le stade 51 (figures 11 A-C). On dénote
ensuite une très faible expression de PTHrP à l’extrémité des doigts les plus développés, à
partir du stade 51 (figure 11 D) et cette expression tend ensuite à diminuer avec la
maturation et la croissance des doigts (stade 53) (figure 11 E). Nous pouvons donc conclure
que l’expression de PTHrP se concentre surtout dans une zone de croissance intense et
durant une période très courte.
3.2.2.2 Régénération
Encore cette fois, l’article de Tank et al.(1976) a été utilisé pour la détermination des
différents stades de régénération des pattes de l’axolotl [14$]. Les résultats obtenus pour
cette partie du travail sont présentés à la figure 12. Tout comme $ox-9, l’expression de
FTHrP ne débute qu’à l’étape du bourgeon primaire, les stades précédents ne démontrent
aucun signal autant sur les amputations proximales que distales (figures 12 A-C, I-K). Par
contre, au bourgeon primaire, l’expression débute très fortement dans le blastème en
formation (figures 12 D, L). Il est surprenant de constater que la patte ayant été amputée
distalement ne présente pas un signal aussi fort que celle amputée proximalement. C’est
cependant au niveau du bourgeon intermédiaire que l’expression de PTHrP est la plus forte
et elle est répartie dans tout le blastème et ce, autant au niveau proximal que distal (figures
12 E, M). Pour ce qui est du bourgeon tardif et du stade palette proximal (figures 12 F-G),
l’expression reste constante et bien répartie dans tout le blastème. Les amputations distales
pour ces deux stades démontrent un autre patron d’expression. En effet, il semble que
l’expression soit concentrée au niveau du poignet et à la naissance des futurs doigts (figures
12 N-O). Le stade de la différenciation des doigts est caractérisé par une expression de
PTHrP autour des futurs doigts et dans la région postérieure de la patte (figures 12 11, P).
On peut donc conclure que l’expression de PTHrP est concentrée dans les régions
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Figure 12 Expression de PTHrP durant les différents stades de la régénération de la patte
avant de l’axolotl. Expression du gène sur une amputation proximale (A-H) et distale (I-P).
A) et I) Six heures après l’amputation B) et J) 24 heures après l’amputation C) et K) 4$
heures après l’amputation D) et L) Stade du bourgeon primaire E) et M) Stade du
bourgeon intermédiaire f) et N) Stade du bourgeon tardif G) et O) Stade de palette H) et
P) Stade de la différenciation des doigts










d’activités mitotiques intenses et les endroits où il y a développement de structures
cartilagineuses, comme les doigts, par exemple.
3.3 Cbfa-1
3.3.1 Clonage
Le clonage de Cbfa-1 a été effectué avec la méthode du RT-PCR. Lors de la
réaction de PCR, des amorces dégénérées ont été utilisées afm de permettre de plus
grandes possibilités d’attachement au substrat, c’est-à-dire l’ARN totale de larves
d’axolotls. La séquence des amorces utilisées est montrée à la figure 3 C et porte le nom de
DfCBFA (Degenerate foward Cbfa-1) et DRCBfA (Degenerate Reverse Cbfa-1). Le
signal attendu, selon l’espacement des amorces, est de 564 pb. Après le PCR, l’observation
du gel d’électrophorèse nous montre une bande d’environ 550 ph (résultats non montrés).
Le séquençage et l’analyse de la séquence obtenue nous démontrent que nous avons bel et
bien cloné Cbfa-1 et que la séquence antisens (+1-), donc inversée selon le plasmide est, en
fait, de 387 ph. La valeur E obtenue est très faible (6e-78) suggérant la très grande
homologie entre la séquence clonée chez l’axolotl et celles des autres espèces. En fait, il y a
environ 84 % d’homologie entre la séquence clonée et les autres espèces telles le rat, la
souris, le poulet et l’humain (figure 13)(table 1). Nous avons ensuite voulu savoir où et
quand ce gène était exprimé lors du développement et de la régénération de l’axolotl.
3.3.2 Études d’expression
3.3.2.1 Développement
Pour déterminer le patron d’expression de Cbfa-1 lors du développement et
de la régénération, nous avons utilisé la technique d’hybridation in situ sur des embryons et
des membres entiers. Cette technique s’est avérée très bien fonctionner avec ce gène dans
quelques études portant notamment sur les embryons de poisson-zèbre [1491 et de souris
[127, 134, 150], notamment pour l’implication de ce gène dans la mise en place des phases
plus avancées de la squelettogénèse. Nous avons donc produit une sonde d’ARN antisens à
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Figure 13: Alignements de la séquence clonée de Cbfa-1 de l’axolotl (en jaune) avec les
séquences du poisson, du Fugu sp., de l’humain, du poulet, de la souris et du singe.
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partir du plasmide séquencé, linéarisé et purifié, à l’aide de l’ARN polymérase T7. Encore
cette fois-ci, les stades embryonnaires ont été identifiés à l’aide des textes de Armstrong et
de Nye et aÏ. [42, 44]. Les résultats que nous avons obtenus sur les embryons d’axolotls à
différents stades sont présentés à la figure 14. Dans les toutes premières phases de
développement de l’embryon, on ne remarque aucun signal du gène Cbfa-J (figures 14 A-
D). En fait, il semble que Cbfa-1 n’est exprimé qu’à partir du stade 43, où on le retrouve
surtout sur le dessus du crâne au niveau du tectum synoticum et très faiblement dans la
région de la colonne vertébrale (figure 14 E). Un peu plus tard, le signal va s’intensifier à
ce niveau et il va s’étendre à plusieurs structures squelettiques du crâne, comme les os
occipitaux, plusieurs sutures crânienne et la mandibule (figures 14 f-I).
Ce n’est que lorsque débute le développement de la patte que l’on voit vraiment
apparaître un signal positif En effet, c’est au stade 46 et 47, selon la classification de Nye
et aÏ. [44], que l’on note un signal à la base de la patte en formation, un endroit qui pourrait
correspondre au début de la mise en place des structures cartilagineuses (figures 15 A-B). À
la figure 15 C, correspondant au stade 49, on peut voir très clairement deux points
d’expression qui correspondent aux futurs doigts. Plus tard, au stade 51 environ, on
remarque un patron d’expression unique (figure 15 D). En effet, en plus du signal des deux
doigts en formation, on remarque trois points qui pourraient correspondre à la localisation
des os du carpe. Un peu plus bas, un signal qui semble se trouver au niveau des os de la
main et de l’avant bras. Les deux os de l’avant-bras sont eux-aussi très bien défmis par un
signal d’une bonne intensité (figure 15 D). Au stade 52, on peut remarquer que le signal se
retrouve uniquement dans les diaphyses de os des doigts et que celui-ci est particulièrement
fort au bout de l’un des doigts encore en formation (figure 15 E). On peut donc conclure
que Cbfa-1 est un gène exprimé dans les stades avancés du développement et qu’il semble
être plus précisément exprimé dans les parties plus matures des os des pattes en croissance.
3.3.2.2 Régénération
Pour les études d’expression de Cbfa4 lors de la régénération du membre
chez l’axolotl, nous avons, encore une fois, fait appel à la technique d’hybridation in situ
sur les membres entiers à différentes étapes de la régénération du membre. Les différents
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figure 14: Expression de Cbfa-J lors de différents stades du développement de l’axolotl.
A) Stade 1 1 B) Stade 17-1$ C) Stade 22 D) Stade 36 E) Stade 41 F) Stade 47 G) Stade







figure 15: Expression de Cbfa-1 lors du développement de la patte avant de l’axolotl. A)
Stade 44 B) Stade 47 C) Stade 50 D) Stade 51 E) Stade 52 Note: Les larves d’axolotls







Figure 16 : Expression de Cbfa-1 durant les différents stades de la régénération de la patte
avant de l’axolotl. Expression du gène sur une amputation proximale (A-H) et distale (I-P).
A) et I) Six heures après l’amputation B) et J) 24 heures après l’amputation C) et K) 4$
heures après l’amputation D) et L) Stade du bourgeon primaire E) et M) Stade du
bourgeon intermédiaire F) et N) Stade du bourgeon tardif G) et O) Stade de palette H) et
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stades ont été identifiés grâce au texte de Tank sur la caractérisation de la régénération chez
l’axolotl [14$]. Les résultats de l’étude de l’expression de Cbfa-J sont présentés à la figure
16. On peut observer qu’il n’y a aucun signal visible de Cbfi-1 dans les premiers stades de
la régénération, c’est-à-dire aux stades: 6h, 24h, 4$h, bourgeon primaire et bourgeon
intermédiaire, et ce, autant sur l’amputation distale que proximale (figures 16 A-E, I-M).
L’expression qui semble s’établir à partir du stade du bourgeon tardif est très faible et se
situe au bout du blastème (figures 16 f, N). L’expression s’intensifie quelque peu au stade
palette et semble se concentrer dans les zones où se développeront les futurs doigts (figures
16 G, O). C’est au stade de la différenciation des doigts que l’expression de Cbfa-1 semble
être la plus forte. On dénote un fort signal sur le doigt en développement sur l’amputation
distale (figure 16 P) et une expression suivant le contour des doigts autant distalement que
proximalement (figures 16 11, P). Ce que l’on peut conclure de ces résultats, c’est que Cbfii
1 ne semble pas impliqué dans les étapes précoces de la régénération. En fait, il semble
plutôt impliqué dans le phénomène de mise en place des doigts au cours des toutes
dernières étapes de la régénération de la patte.
La principale conclusion que nous pouvons tirer de chacune des études d’expression
effectuées est que les trois gènes d’intérêts : $ox-9, PTHrP et Cbfa-1 sont impliqués, à des
niveaux différents de la mise en place des structures squelettiques. De plus, il semble que
les trois gènes soient exprimés autant lors du développement embryonnaire que lors du
processus de la régénération, mais à des niveaux d’expression très différents. Suite à ces
résultats, nous nous sommes demandé justement comment se déroule le processus de mise
en place des structures squelettiques d’un point de vue plus anatomique que moléculaire
cette fois-ci.
3.4 Mise en place du squelette
3.4.1 Développement des membres
Les larves d’axolotl ont été fixées à différents stades du développement de la patte
antérieure selon l’article de Nye et al. [44]. Une technique de double coloration, colorant le
cartilage en bleu et le tissu calcifié en rouge, a ensuite été appliquée sur les animaux. Les
résultats obtenus sont présentés aux figures 17 et 1$. À la figure 18, on observe une larve
d’axolotl au stade 44; les arcs viscéraux, l’ensemble du cartilage du crâne et certaines des
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Figure 17 (en haut): Double coloration (rouge alizarin et bleu d’alcian) sur les différents
stades de développement de la patte avant de l’axolotl. A) Stade 46 B) Stade 47 C) Stade
48 D) Stade 49 E) Stade 50-51 f) Stade 52 G) Stade 53









vertèbres de l’animal sont présentes. Le développement de la patte devient apparent au
stade 46 où il est possible de distinguer un bourgeon proéminent. À cette étape, seulement
les éléments de la ceinture pectorale de l’animal sont formés (figure 17 A). Au stade 47, il
est possible de distinguer l’humérus complètement formé et au bout de celui-ci une ébauche
du radius (figure 17 B). C’est à partir du stade 4$ que le radius apparaît et s’allonge, l’ulna
à ce moment-là est sous forme de bourgeon et n’est pas assez mature pour pouvoir le
distinguer avec ce type de coloration (figure 17 C). C’est au stade 49 que l’on voit
apparaître l’ulna, le radius lui, est de plus en plus long (figure 17 D). Le stades 50-51 se
caractérisent par l’apparition et la mise en place des structures carpiennes (poignet et main)
et métacarpiennes (doigts) des deux premiers doigts (figure 17 E). Au stade 52, les deux
premiers doigts sont complets avec leurs phalanges et deux autres doigts commencent à
apparaître. Les carpes sont tous visibles et l’ulna est complètement formé (figure 17 f).
C’est au stade 53 que se complète le processus de développement de la patte avant de
l’axolotl. À cette étape, on remarque que le troisième doigt est complet et que le quatrième
doigt apparaît à angle droit. Les os du carpe sont complètement formés et la patte est tout à
fait fonctionnelle (figure 17 G). Le stade 54 détermine la fm du développement des pattes
avant de l’axolotl et le début du développement des pattes arrière (stade non montré). Nous
pouvons donc conclure que le processus de développement de la patte se base sur un
principe de formation des structures manquantes de l’épaule jusqu’aux bouts des doigts
dans l’ordre. Nous nous sommes demandé si le processus de la régénération, reconnu pour
former les parties distales en premier et ensuite former les structures manquantes avait
certaines ressemblances avec celui du développement, comme les étapes de maturation du
cartilage ou la mise en place de la matrice osseuse [1511.
3.4.2 Régénération de la patte
En effet, de par son caractère intercalaire, la régénération tend à former les
structures les plus distales pour ensuite compléter les structures intermédiaires [151]. La
figure 19 présente l’évolution des tissus cartilagineux et calcifiés mise en évidence grâce à
la technique de double coloration décrite plus tôt. Toutes les amputations ont été effectuées
sur la partie proximale de la patte, c’est-à-dire au milieu de l’humérus. Sur la figure 19 A,
on observe une patte 11 jours après l’amputation, approximativement au stade du bourgeon
intermédiaire de la régénération. L’humérus apparaît ici en rouge car le site d’amputation
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Figure 19 (en haut): Double coloration sur des pattes à différents stades de la régénération
de la patte avant de l’axolotl. A) 11 jours après l’amputation B) 15 jours C) 25 jours D)
30 jours E) 35 jours F) 40 jours G) 45 jours H) 50 jours I) 55 jours J) 60 jours K) 65
jours L) 95 jours.





















initial se trouve juste au-dessus de la jonction de celui-ci et du blastème. Après 15 jours de
régénération, au stade palette, il n’y a toujours pas de structure cartilagineuse dans le
blastème (figure 19 B). Ce n’est que 20-25 jours après l’amputation que l’on voit apparaître
l’ébauche cartilagineuse du radius et de l’ulna et les quelques métacarpes nous apparaissent
très clairement (figure 19 C). Cinq jours plus tard, les deux premiers doigts sont
complètement formés et le troisième doigt possède déjà deux métacarpes. Le radius et
l’ulna demeurent courts et très pâles (figure 19 D). Au 35jème jour, le troisième doigt est
complet et le quatrième possède deux métacarpes, l’ulna et le radius semblent se distinguer
de plus en plus (figure 19 E). C’est au 4O jour que la patte a repris sa forme complète et
que la croissance et la maturation des différents os débute (figure 19 f). Au 45ième et 50ième
jour, on remarque que la coloration du cartilage au niveau de la diaphyse des os des doigts
semble diminuer au profit de l’épiphyse (figures 19 G-H). Dès le 55ième jour, les diaphyses
ne sont plus constituées que d’une couche mince de cartilage et les épiphyses sont d’un
bleu très intense (figures 19 I-J). Avec le temps, on voit apparaître dans les zones
dépourvues de coloration bleue une fine coloration rosée. Cette coloration signifie que le
tissu dans ces zones commence à être calcifié. La calcification complète des diaphyses ne
se produit que sur les animaux les plus matures d’environ deux ans d’âge (figure 20). Le
phénomène de la régénération des structures osseuses est donc bel et bien un phénomène
intercalaire. De plus, le membre en régénération passe, tout comme le développement du
membre, par une phase cartilagineuse pour ensuite être calcifié.
Avec ces nouveaux éléments, nous sommes maintenant plus en mesure de
comprendre la mise en place des structures squelettiques autant lors du développement que
lors de la régénération et de mettre ces résultats en parallèle avec ceux obtenus par les
approches de biologie moléculaire.
3.4.3 Les fractures jointes et non-jointes
L’axolotl possède des capacités de régénération exceptionnelles, elle peut ainsi
reformer un membre amputé d’une manière parfaite. L’amputation est un traumatisme pour
la patte de l’axolotl au même titre que la fracture ou l’excision d’un os ou d’une partie de
celui-ci. Nous avons donc voulu savoir si l’axolotl est capable de régénérer aussi
parfaitement ce type de traumatismes. En effet, nous avons causé des fractures jointes et
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non-jointes sur l’un des deux os de l’avant-bras de l’axolotl, soit l’ulna ou le radius, et nous
avons vérifié si celles-ci arrivent à régénérer ou du moins guérir ces blessures. Pour ce
faire, nous avons fixé les pattes des animaux à différents temps après la chirurgie et nous
avons utilisé sur celles-ci la technique de double coloration décrite plus haut. Les résultats
pour les fractures jointes non-stabilisées sont présentés à la figure 21. La figure 21 A
montre une patte 15 jours après l’inculcation de la fracture, on remarque à ce stade que la
fracture est nette et donc qu’aucun processus de guérison n’est visible. Un mois plus tard,
les deux extrémités des os sont désaxées et on remarque un halo bleuté autour du site de
fracture. Cela signifie que des cellules d’origine cartilagineuses ont migré jusqu’au site de
fracture et qu’un processus de guérison est mis en place (figure 21 B). Deux mois après la
fracture, les os sont liés ensemble par une matrice cartilagineuse (figure 21 C). Au cours du
prochain mois, la matrice entre les deux os va prendre de l’expansion et former ce que l’on
appelle le cale mou qui entourera le site de fracture (figures 21 D-E). La figure 21 f, nous
montre l’évolution du cale mou cartilagineux vers une matrice calcifiée. Cinq mois après, le
cale mou est complètement remplacé par le cale dur: une enveloppe de matrice calcifiée
qui soude de manière permanente les deux extrémités osseuses (figure 21 G). Après sept
mois, l’os est complètement guéri et le cale osseux considérablement réduit grâce à l’action
des ostéoclastes (figure 21 H). L’axolotl semble donc être capable de réparer les fractures
jointes non-stabilisées via le processus de guérison osseuse que possèdent tous les autres
vertébrés. Par contre, les vertébrés en général sont incapables de guérir les fractures non-
jointes au-delà d’une dimension qui varie selon la grosseur de l’animal et à lequel on réfère
comme dimension critique. Nous nous sommes donc interrogés sur la capacité que pourrait
avoir l’axolotl à guérir ou régénérer ce type de fracture.
Des fractures non-jointes et non stabilisées ont donc été effectuées sur l’un des deux
os de l’avant bras de l’animal. Les explants d’os retirés étaient tous au-delà de la longueur
critique pour ce type d’os, soit 4 mm. Les résultats obtenus pour les fractures non-jointes et
non-stabilisées sont présentés à la partie inférieure de la figure 21. Durant le premier mois
et demi suivant la chirurgie, on remarque que la coupure sur les deux bouts d’os est franche
et que contrairement à la fracture jointe, il n’y a pas de cellule de cartilage qui ont migré au
site de fracture (figures 21 I-J). Durant les deux mois suivants, on ne dénote toujours pas de
processus de guérison enclenché par la chirurgie et on remarque que les bouts d’os flottants
se sont arrondis légèrement (figures 21 K-N). Cinq mois après l’intervention, l’un des deux
bouts d’os, probablement à cause du frottement de celui-ci lors des mouvements de
7$
Figure 21 : Double coloration sur des pattes ayant subi des fractures jointes non-stabilisées
(en haut) et des fractures non-jointes non-stabilisées (en bas). A) et 1)15 jours après la










l’animal, semble vouloir fusionné avec l’autre os de l’avant-bras (figure 21 0). finalement,
sept mois après la chirurgie, il n’y a toujours pas de processus de guérison en route (figure
21 P). On peut donc conclure que l’axolotl ne peut pas, lui non plus, guérir ou régénérer les
fractures non-jointes au-delà de la longueur critique.
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4 Discussion
Depuis plusieurs années, de nombreuses études ont été effectuées afm de
comprendre le processus complexe par lequel les urodèles amphibiens réussissent à
régénérer un nombre impressionnant d’organes et de tissus y compris leurs membres en
entier. Ces études furent surtout anatomiques à leurs débuts, mais l’avènement de la
biologie moléculaire a permis d’étudier un tout autre aspect de ce phénomène unique: le
rôle des gènes. Il est très important d’étudier la régénération sous l’angle de la biologie
moléculaire car c’est, sans doute, à partir de l’action d’un ou de plusieurs gènes que le
phénomène peut se mettre en place. La régénération de la patte implique le remplacement
d’une multitude de tissus et types cellulaires, il paraît donc logique et important d’étudier
les gènes qui sont responsables de la mise en place de ces différents tissus et cellules au
cours du processus embryonnaire du développement de la patte. Parmi ces tissus, les
structures squelettiques sont très importantes pour assurer un bon support mécanique de la
patte. Il est donc important de bien connaître et caractériser le ou les gènes pouvant
potentiellement être responsables de la régénération des tissus squelettiques. Dans cette
étude, nous avons réussi à cloner et caractériser l’expression des trois gènes ciblés soit:
Sox-9, PTHrP et Cbfa-J, qui ont des fonctions importantes lors du développement du
squelette du membre chez les vertébrés.
4.1 Sox-9
4.1.1 Développement
Les études d’hybridation in situ effectuées nous ont permis de déterminer le patron
d’expression de $ox-9 durant le développement de l’axolotl. Premièrement, nous avons
observé qu’au stade 11 du développement de l’axolotl, correspondant à la gastrulation,
aucune expression de $ox-9 n’est observée. Ce résultat ne correspond pas à celui obtenu par
Spokony et al. (2002) où ils ont pu observer un signal autour du blastopore de l’oeuf de
xénope [152]. Cette différence peut être due à une variation interspécifique de l’expression
de $ox-9 ou encore à une phase différente du stade de la gastrulation des embryons choisis.
En fait, l’expression de Sox-9 ne devient visible qu’au stade 16-17 (neurulation) du
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développement de l’axolotl. Bien qu’à ce stade on soit encore loin de la mise en place des
structures squelettiques, Sox-9 exerce ici un rôle essentiel dans la mise en place du croissant
neural. En effet, l’étude de Spokony et al. (2002), effectuée sur le xénope démontre que
l’absence de $ox-9 résulte en une perte prononcée des précurseurs des cellules de la crête
neurale et en un développement anormal des structures squelettiques crâniennes [1521.
Nous retrouvons le signal de Sox-9 lors de la neurulation, strictement au niveau des
bourrelets médullaires. Par contre, deux études portant sur le xénope, le retrouvent aussi au
niveau des futures placodes otiques, non-loin des bourrelets médullaires [146, 1521. De
plus, la majorité des signaux que nous avons obtenus sont de plus faible intensité que ceux
présentés dans ces deux dernières études. Cette différence d’intensité peut s’expliquer par
le fait que le laboratoire de Saint-Jeannet a utilisé une construction de $ox-9 bâtie à partir
d’une séquence de 139$ pb obtenue par PCR, alors que notre séquence fait seulement 471
pb. La longueur, les structures secondaires, de même que l’emplacement de la sonde à
l’intérieur de la séquence de 1’ARNm peuvent potentiellement venir influencer l’intensité
du signal observé. L’expression de Sox-9 se poursuit au niveau de la partie distale des
bourrelets et plus tard au croissant neural, dans les stades 19-26, ces résultats sont
corroborés par des études chez le poulet, la souris et le xénope [$6, 146, 147, 1521. Lors de
ces stades, $ox-9 exerce son action pendant deux phases du processus de différenciation du
croissant neural. Il est, tout d’abord, un important déterminant intrinsèque des cellules
composant le croissant neural et possède une grande influence sur la destinée de
différenciation des cellules qui s’y trouvent via l’induction de plusieurs signaux propres à la
spécification de cette région, tels SÏug, $nail, Pax3, Msx-] [147J. À la suite de ces stades, le
signal s’atténue au niveau des régions du croissant neural et se concentre plutôt dans les
régions des arcs pharyngiales, de la vésicule otique et de certaines parties du crâne. C’est
aussi ce qui a été observé lors de quelques études, notamment chez le xénope et le poisson
zèbre [74, 146, 152, 153]. En effet, Saint-Germain et al.(2004), qui ont étudié
spécifiquement le rôle de Sox-9 lors de la formation de l’oreille interne chez le xénope, en
viennent à la conclusion que $ox-9 est requis pour la spécification de la placode otique,
structure qui donnera naissance à l’oreille interne [1461. 11 n’est donc pas surprenant
d’observer l’expression de $ox-9 à cet endroit bien précis. L’expression présente dans les
autres structures du crâne, tels les arcs pharyngiennes, s’explique par le fait que Sox-9 est
responsable de la migration d’une partie de la population des cellules du croissant neural.
Cette population cellulaire sert à l’établissement des structures squelettiques crâniennes. Ce
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qui explique pourquoi chez un patient atteint de la dyspiasie campomélique, maladie relié à
la perte de l’expression de Sox-9, on dénote d’importantes déformations crâniennes [152].
Au stade 37, nous observons également une expression localisée de $ox-9 le long de la
colonne vertébrale de l’embryon, au niveau des régions correspondant aux somites et aux
futures vertèbres. Cela s’explique par les faits suivants: j) $ox-9 est l’un des premier
marqueur du sclérotome [$6], une structure embryonnaire qui est responsable de la
formation du cartilage au niveau du tronc de l’animal et donc des futures vertèbres [74]; ii)
les somites déterminent le patron de migration des cellules de la crête neurale [1511; iii) les
somites sont à l’origine des cellules qui forment les vertèbres et les côtes [151]. Suite à
cette dernière affirmation, il est étonnant d’apprendre que $ox-9 ne soit pas essentiel à la
bonne formation du cartilage du tronc, contrairement à ce qui a été discuté précédemment
pour les structures crâniennes [152]. En effet, une expérience de Spokony et al.(2002) a
démontré l’existence de deux voies pour la formation des éléments dérivant de la crête
neurale: une voie qui ne requiert pas l’action de $ox-9, responsable de la formation du
tronc et une autre voie dépendante de $ox-9 qui prend place lors de la formation des
structures crâniennes [152]. Peu après, aux stades 41-42, l’expression du gène semble
s’atténuer dans cette région. Cette diminution de signal a aussi été observée dans plusieurs
autres études, il semble que le signal tend à disparaître peu après la fm de la déposition du
cartilage qui formera la structure squelettique [74]. En fait, $ox-9, selon Wright et
aÏ.( 1995), serait le responsable de l’initiation et du maintient de la chondrogénèse et non
pas seulement un gène qui est exprimé suite à l’établissement de ce processus [74]. Une
autre preuve que l’expression de Sox-9 diminue avec la maturation du cartilage est fournie
par Ng et al.(1997) qui démontrent que les chondrocytes hypertrophiés ne présentent aucun
signal de $ox-9 contrairement aux cellules du cartilage en prolifération [$6]. Lors des
derniers stades du développement de l’axolotl, nous remarquons une expression localisée
de Sox-9 sur la partie dorsale du crâne et plus intensément encore au niveau de la
mandibule. Ces régions semblent correspondre à des zones de chondrogénèse intense pour
la formation des os crâniens et de la mandibule. Les stades O à 42 décrits par Armstrong
(1989) représentent tous les stades de développement de l’animal, excepté les stades de
formation de la patte [42].
La formation des pattes est la dernière phase dans le processus de développement de
la larve et c’est après sa sortie de l’oeuf que ces dernières étapes se déroulent. Au cours, des
premiers stades de développement de la patte (44-45), on ne distingue aucun signal de Sox
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9. En fait, il est normal à ce stade de ne voir aucune expression, car on ne peut
pratiquement pas détecter la ceinture pectorale en formation avec une technique de
coloration spécifique au cartilage, telle le Bleu de Victoria ou le Bleu d’Alcian [44]. Dans
ce cas, on peut dire que le bourgeon du membre ne contient pas encore d’éléments
cartilagineux [44]. Un peu plus tard, au stade 46, l’expression de Sox-9 s’étend dans tout le
bourgeon de la patte. La technique de double coloration (Bleu d’Alcian et Rouge Alizarin)
que nous avons effectuée à ce stade ne nous permettait pas de distinguer l’ébauche
d’humérus dont parle Nye et al.(2003). Par contre, plusieurs des éléments de la ceinture
pectorale étaient observables (clavicule, omoplate, etc.). Une explication possible de cette
disparité est la durée de ce stade qui est de 1 à 4 jours, il s’agit donc que la patte de l’animal
soit un peu plus ou un peu moins avancée pour que l’humérus soit visible. Outre
l’apparition de cartilage évidente à ce stade, une étude sur le poulet démontre que
l’expression de Sox-9 apparaît bien avant la formation de structures identifiables à
l’intérieur de la patte [95]. En fait, $ox-9 serait responsable de la différenciation des cellules
du mésoderme en chondrocytes [$5] et de l’agrégation de ces cellules pour initier la
formation de cartilage [95]. Il est donc très plausible qu’on le retrouve exprimé aussi tôt au
cours des phases de formation de la patte. Au cours de l’étape suivante du développement
de la patte, au stade 47, l’humérus est présent et on aperçoit un signal qui semble beaucoup
plus concentré à l’extrémité distale de la future patte. Cette région correspond à la
différenciation du mésenchyme ou encore à la condensation du cartilage pour la formation
du premier doigt. On peut observer le même patron d’expression dans deux autres études
portant sur l’expression de Sox-9 dans la patte de poulet, où les auteurs décrivent la région
d’expression de $ox-9 comme le futur domaine digital [$5, 95]. Par contre, contrairement à
l’observation effectuée par Chimal-Monroy et al (2003), le signal de Sox-9 que nous avons
obtenu au niveau du domaine digital de la patte ne se situe pas sur le bord postérieur de la
patte, mais bien sur le bord antérieur [95].
Ceci nous amène à parler des différences de développement de la patte qui existent
entre les urodèles amphibiens et les autres vertébrés. En effet, Shubin et Alberch (1986) ont
démontré que les urodèles amphibiens développent leurs parties zeugopodiales (avant-bras)
et autopodiales (poignet, main et doigts) selon un axe antéro-postérieure, contrairement aux
autres vertébrés qui développent leurs membres selon un axe postéro-antérieur [154]. Ce
phénomène paraît encore plus surprenant, car l’expression de plusieurs gènes de mise en
place des patrons axiaux, tels Hoxd-8, Hoxd-1O, Hoxd-]1 et Shh, est très conservée entre
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tous les vertébrés, même l’axolotl [154, 155]. $ox-9 n’est pas un gène reconnu pour avoir
une quelconque influence lors de la détermination des axes, mais il est, par contre,
responsable de la formation du cartilage. C’est donc pour cela qu’on le retrouve dans la
région antérieure de la patte où le premier doigt va se former et non pas dans la région
postérieure comme c’est le cas chez les autres vertébrés [95, 154]. Les doigts commencent
à devenir évidents à partir du stade 49 où l’on voit apparaître les espaces interdigitaux. Par
contre, il est encore impossible de colorer le cartilage des os des carpes et des métacarpes.
À ce stade, l’expression de $ox-9 est intense au bout des doigts, mais surtout au bout du
doigt II qui se trouve, sans doute, dans une phase impliquant la formation de cartilage. En
fait, comme l’ont remarqué Chimal-Monroy et aÏ (2003), l’expression de $ox-9 progresse
postérieurement ou antérieurement selon l’espèce [95]. Ce même patron d’expression se
confirme au cours des derniers stades de formation de la patte. On peut donc conclure que
c’est presque qu’exclusivement dans les endroits où il y a beaucoup de chondrogénèse que
l’expression du gène Sox-9 est la plus forte, cela se traduit par un fort signal au niveau des
bouts de doigts ainsi que des doigts en formation. C’est aussi ce qu’ont remarqué Wright et
al. (1995) lors d’une étude sur le développement embryonnaire de la souris. En effet, l’une
des principales conclusions de leur étude est que la disparition de $ox-9 dans certaines
régions telles les os longs et la partie proximale des doigts est due à la terminaison du
processus de la chondrogénèse, où Sox-9 ne serait plus requis.
4.1.2 Régénération
Au cours des premières heures suivant l’amputation d’un membre, les principaux
mécanismes qui se mettent en branle sont de nature inflammatoire [7, 32, 148]. Comme
Sox-9 ne possède jusqu’ici aucun rôle connu dans les mécanismes de réponses aux
traumatismes, il est donc normal qu’aucun signal ne soit visible lors des 48 premières
heures de la régénération. L’étude de double coloration que nous avons effectuée nous
démontre que jusqu’au stade du bourgeon tardif il n’y a aucune apparition de cartilage. Les
études d’expression que nous avons effectuées sur des bourgeons primaires, nous
permettent de constater une légère expression de $ox-9 à ce stade. Pourtant aucun processus
de formation de cartilage n’est détectable. Lisenmayer et at.(1976) et Tank et al.(1976),
confirment tous deux, d’un point de vue histologique, qu’il n’y a aucun chondrocyte
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présent dans le blastême [135, 14$]. De plus, des évidences démontrent que les cellules qui
composent le blastème de régénération sont en très grande majorité des cellules
dédifférenciées d’origine dermique et musculaire qui se redifférencieront, au cours des
stades plus avancés, en cartilage, muscles et derme [156]. Par contre, d’autres auteurs
affirment que ce sont des cellules dédifférenciées de différentes origines qui composent le
blastème [7, 32, 135]. Toutes ces évidences nous font douter de la valeur des résultats
obtenus; pourquoi Sox-9 serait-il exprimé dans un blastème encore loin du stade de
l’ébauche des structures squelettiques? La réponse se trouve peut être dans le fait que,
comme observé lors du stade 46 du développement de la patte, le signal de Sox-9 vient bien
avant la mise en place des structures squelettiques. C’est aussi ce qu’ont constaté Wright et
aLt 1995), lors du développement de la patte chez la souris, ils décrivent la situation ainsi:
‘x une expression abondante de Sox-9 précède clairement la déposition du cartilage en ces
sites» [74]. Il ne faut pas oublier que Sox-9 est l’un des premiers gène à être exprimé à
l’intérieur de la patte en développement. Lors de ces étapes, il a un rôle dans la
condensation des cellules pluripotentes non-différenciées du mésenchyme qui formeront le
cartilage [$5, 157, 15$], il n’est donc pas exclu de transposer ce rôle au processus de la
régénération. On sait que certains Bmps active très fortement Sox-9 lors des étapes de
condensation du cartilage [$5], l’une des avenues possibles pour poursuivre cette étude
serait de caractériser l’expression de quelques-uns des membres de cette famille pour
vérifier si ce phénomène est reproduit lors de la régénération. De plus, Wallace (19$1)
décrit une expérience où les quantités d’ARN et ADN ont été mesurées à différentes étapes
de la régénération. 11 semble qu’au stade du bourgeon primaire, la quantité d’ARN
commence à augmenter de façon exponentielle pour atteindre un sommet au stade du
bourgeon intermédiaire [7]. Ce phénomène explique peut être aussi l’apparition du signal à
ce stade de la régénération, car la technique d’hybridation in situ interagit directement avec
les ARN messagers. À l’étape suivante de la régénération, celle du bourgeon intermédiaire,
le signal est très intense, en fait c’est à ce stade de la régénération que l’expression de Soi-9
est la plus forte. Cela est peut être relié directement à la concentration des ARN messagers
qui est à son maximum [7], mais une autre explication peut aussi être envisagée. En effet,
d’un point de vue histologique, c’est à ce stade qu’il commence à y avoir déposition d’une
matrice cartilagineuse autour de la partie amputée de l’os [14$]. Concernant ce dernier
point, il semble que Sox-9 soit essentiel à la prolifération des chondrocytes [159] et à la
conservation de cet état de division tout au long de la mise en place du cartilage [157]. À
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cette étape-ci, il ne serait donc pas surprenant de constater l’expression d’un gène qui est un
marqueur classique du cartilage: Col2al dont $ox-9 est l’activateur. L’étape du bourgeon
tardif se distingue par une expression proximale de Sox-9 par rapport au blastème. En effet,
on remarque que le bout du blastème possède un signal moins fort que le reste. Cela
s’explique par le fait qu’il y a une activité intense de différenciation du cartilage autour de
la partie distale de l’os amputé. Par contre, à cette étape, la différenciation du cartilage dans
le blastème n’a pas encore pris place donc l’expression de Sox-9 à ce niveau est attribuée au
phénomène de condensation des cellules pluripotentes d’origine mésodermique [85, 157,
1581. Plus tard, au stade palette, la différenciation du cartilage est amorcée et le signal que
nous avons obtenu correspond bien avec les résultats obtenus par Tank et al.[14$J. En plus
de ce signal au milieu du blastème, nous constatons une expression de Soi-9 à
l’emplacement des futurs doigts. Ce signal est sans doute dû au processus de condensation
des cellules préchondrocytaires tel que discuté précédemment. Le dernier stade de
régénération étudié est celui de la différenciation des doigts. À ce stade, l’observation de
l’expression diffuse de Sox-9 aux parties plus proximales du blastème peut s’expliquer par
le fait que Sox-9 est encore actif pour le maintiens de la prolifération des chondrocytes,
mais qu’à certains endroits, il n’est plus exprimé en raison de la mise en place d’une autre
étape de la chondrogénèse: l’hypertrophie de certains chondrocytes. En effet, il a été
démontré que les chondrocytes hypertrophiés n’expriment plus Sox-9 [$6J. L’étude de Tank
vient confirmer cette hypothèse en faisant remarquer la mise en place d’une structure
rudimentaire de cartilage évoluant de façon proximodistale [14$J. L’expression intense de
Sox-9 au bout des doigts semble encore une fois être due aux rôles de Sox-9 durant la
chondrogénèse (condensation, différenciation, prolifération des chondrocytes). Cette
expression localisée de Soi-9 a aussi été observée chez plusieurs autres espèces, comme le
poulet et la souris [74, 93, 95J. On retrouve également une expression très intense de Sox-9
dans les espaces interdigitaux des doigts. Or, à ces endroits, il n’y a aucune mise en place
ou encore croissance de cartilage. En fait, selon Akiyama et al.(2002), $ox-9 semblerait
avoir une fonction régulatrice sur certains gènes anti-apoptotiques tels Chordin et Noggin.
En effet, Sox-9 viendrait contrecarrer les actions pro-apoptotiques des Bmps qui sont
responsables de former les espaces interdigitaux. Sox-9 pourrait donc modérer l’action des
BMPs, via une activation de certaines molécules anti-apoptotiques, avant que les structures
cartilagineuses ne soient éliminées [157], ce qui expliquerait la présence de $ox-9 dans les




Contrairement à ce que nous avons observé lors des premières phases de
développement de la larve d’axolotl, Karaplis et al.(1994) relatent, quant à eux, une
expression très précoce de PTHrP au niveau des dérivés endodermiques de la souris [1011.
L’explication de cette différence vient peut être de la sensibilité de la technique utilisée et
de certaines différences au niveau du développement embryomiaire des espèces étudiées.
En effet, certaines techniques détectent la protéine et on sait maintenant que la forme
sécrétoire de PTHrP est un petit peptide d’environ 36 acides aminés et qu’il exerce son
action sous cette forme via une interaction avec son récepteur (voir Introduction). Or, la
technique d’hybridation que nous utilisons détecte l’ARN messager de PTHrP, il se
pourrait que cela ait un effet sur le degré de détection de ce gène. En fait, selon nos
analyses, PTHrP ne présente qu’un très faible signal lors du développement. Son
expression semble débuter au stade 43-44, où l’on peut constater un signal au niveau du
crâne et de la colonne vertébrale. Pour tenter d’expliquer le signal de PTHrP au niveau du
crâne, il est important d’analyser les études de mutations nulles pour ce gène effectuées sur
d’autres espèces. Karaplis et al. (1994) obtient une forme très arrondie et plus petite du
crâne dans le cas de mutants nuls, il semble donc que PTHrP a un rôle à jouer lors de la
formation de cette structure [101, 109]. De plus, Cormier et al.(2003) ont rapporté le même
type de signal que nous avons obtenu au niveau de certaines structures du crâne, de même
que dans plusieurs cellules d’origine ectodennique chez les foetus humain [160]. Les
cellules d’origine ectodermiques formeront des structures tels: le crâne, les dents, plusieurs
glandes et ganglions ainsi que plusieurs épithéliums de surface [151]. En effet, dans une
étude d’expression de PTHrP chez le rat, Lee et al.(1995), signalent l’expression de ce
gène au niveau des dents, de plusieurs épidermes, de l’oreille interne, de l’épithélium des
cavités nasales et du plexus choroïde [1161. C’est sans doute pourquoi nous détectons un
signal au niveau de la bouche de l’embryon, de quelques parties du crâne (non-identifiées),
de la colonne vertébrale ainsi qu’au niveau de certaines structures abdominales (non-
identifiées). Pour ce dernier point, Lee et al.(1995), ont effectivement détecté l’expression
de PTHrP immédiatement sous l’épithélium des parois intestinales du foetus de rat [116].
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La localisation de PTHrP à cet endroit s’explique par le fait que cette molécule est un
relaxant musculaire reconnu [1611. De plus, l’article de Cormier et al.(2003), signalent
l’expression de PTHrP au niveau des épithéliums de différentes glandes et des cellules
endocardiques, nous n’avons pas pu corroborer ces résultats chez l’axolotl [1601.
Lors du développement de la patte de l’axolotl, on ne constate aucun signal de
PTHrP au cours des premiers stades. Pourtant, plusieurs articles confirment l’importance
de PTHrP pour le maintient de l’état prolifératif des chondrocytes, de même que dans les
muscles squelettiques, cette fois-ci, pour son action de relaxant musculaire [161, 1621. Il
serait probable, selon l’article de Philbrick et al.(1996), que l’expression de PTHrP soit
présente dans le mésenchyme immature mais de façon transitoire et qu’elle disparaisse
ensuite jusqu’à l’étape où le chondrocyte devient hypertrophique [97] . Il est donc plausible
que les pattes fixées à certains moments préçis de la rénégération, ne correspondent pas aux
périodes d’expression de PTHrP. Il est aussi possible que le signal soit présent, mais en si
faible intensité qu’il nous soit impossible de le voir ou de le détecter. C’est d’ailleurs ce
qu’ont fait remarquer plusieurs études portant sur l’expression des ARNm de PTHrP, qui
concluent que PTHrP est présent dans presque tous les tissus, mais qu’il est limité à
certains types cellulaires à l’intérieur de ces tissus. L’autre explication que nous pouvons
apporter ici: est que, l’ARNm et la protéine de PTHrP, sont présents en si faible quantité
qu’il faut une méthode très sensible pour les détecter. De plus, il a été montré que les
ARNm de PTHrP possèdent une certaine séquence qui mène à la rapide dégradation de
ceux-ci et qu’ils auraient une durée de vie se situant entre 30 minutes et 3 heures [97]. Cela
pourrait amener un élément de réponse en ce qui concerne les faibles intensités
d’expression obtenues dans nos expériences. Lors des stades plus avancés du
développement de la patte (5 1-52), on peut apercevoir un faible signal au bout des doigts en
formation. C’est aussi ce qu’a remarqué Lee et al.(1995), lors de son étude chez le rat, qui
situe le signal de PTHrP dans certaines régions périphériques du cartilage primordia au
bout des doigts, ainsi que dans les os à des temps et des emplacements différents selon leurs
stades de maturation [1161. La présence de PTHrP à ces endroits est due à la forte activité
proliférative des chondrocytes qui s’y déroule. Mais il ne faut pas oublier aussi que les os
des métacarpes doivent encore croître en longueur [97, 116].
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4.2.2 Régénération
Contrairement à la faible expression de FTHrP lors des stades du développement de
la patte, le signal de PTHrF lors de la régénération est très intense. On peut émettre
l’hypothèse que durant la régénération, le blastème est le lieu d’une activité mitotique
intense et que les quantités d’ARN totaux y sont beaucoup plus importantes [71, il se peut
donc que l’expression des ARNm de PTHrP y soit beaucoup plus intense que lors du
développement de la patte. L’expression de PTHrP semble s’établir aussitôt que le
blastème de régénération devient visible, c’est-à-dire au stade du bourgeon primaire [14$J.
À ce stade, le blastème démontre une très forte activité mitotique, ce qui pourrait expliquer
la détection de l’expression élevée de PTHrP. Il est aussi possible que ce soit l’activité
intense des ostéoclastes qui soit responsable de la forte présence de PTHrP à cet endroit. En
effet, les ostéoclastes doivent retirer les débris d’os et de cartilage qui ont été générés lors
de l’amputation. Il a été démontré que PTHrP est indirectement relié à l’activation des
ostéoclastes responsables du remodelage osseux et cartilagineux [163, 164]. À l’étape du
bourgeon intermédiaire, les cellules ostéoclastiques déclinent et sont remplacées par les
chondrocytes qui commencent à se déposer à proximité de l’os amputé [14$]. À ce
moment, l’expression de PTHrP est à son sommet, on peut expliquer ce signal par la mise
en place des structures cartilagineuses. En effet, à ce stade, la majorité des cellules
composant le blastème sont encore indifférenciées : et tel qu’il a été discuté antérieurement,
l’expression de PTHrP est effectivement associée au mésenchyme non-différencié qui
formera les chondrocytes [97, 1161. Il semble, en effet, que PTHrP soit responsable de la
régulation de Ihh qui permet la différenciation des cellules du mésenchyme en
chondrocytes. Au stade du bourgeon tardil l’expression de PTHrP a diminué d’intensité et
est surtout concentrée dans la partie basale du blastème. Plusieurs groupements de cellules
se sont formés et il est possible, selon Tank (1976) de distinguer les cellules pré-
cartilagineuses, ce qui pourrait expliquer la présence de PTHrP [14$]. Au stade palette,
l’expression de FTHrP se situe au niveau des structures cartilagineuses. En fait, c’est à ce
stade que la différenciation du cartilage débute [14$]. Plusieurs expériences sur le
développement embryonnaire d’autres vertébrés ont démontré qu’effectivement, PTHrP
semble agir sur Ihh pour permettre cette différenciation des cellules pré-cartilagineuses en
chondrocytes [116, 11$, 165]. Au stade de la différenciation des doigts, l’expression de
FTHrP est concentrée surtout dans les régions autour des doigts et des futurs doigts.
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L’expression de ce gène à cet endroit est probablement reliée à l’intense prolifération des
chondrocytes qui s’y déroule, car PTHrF et Ihh contrôlent la destinée proliférative des
chondrocytes à l’intérieur des os en formation [115, 116, 11$]. Le signal qui se situe sur le
contour des doigts peut s’expliquer de deux manières. Premièrement, il est important de se
rappeler que PTHrP, bien que reconnu pour son action lors de la chondrogénèse, est aussi
impliqué dans la mise en place et le fonctionnement des tissus musculaires [97].
L’expression que nous apercevons le long des doigts peut donc être due à la mise en place
des muscles squelettiques en ces endroits, c’est d’ailleurs à ce stade que les cellules
musculaires apparaissent au niveau du membre en régénération [14$]. Il est aussi possible
qu’à ce moment, PTHrP exerce son action régulatrice sur la maturation des chondrocytes
en maintenant ceux-ci dans un état de prolifération. Cela permettrait aux os composant les
doigts de s’allonger ou de s’élargir de façon à atteindre la taille optimale [115, 162, 165,
166]. Il a été prouvé que si PTHrP est muté, il se produit une maturation trop rapide des
chondrocytes ce qui résulte en la formation de plusieurs os anormaux et plus petits [114,
118]. En plus de tous ces rôles au niveau de la croissance des os et de la régulation de la
différenciation des chondrocytes, il semble que Sox-9 soit une cible de PTHrP qui servirait
à réguler le rôle de celui-ci dans l’arrêt de la maturation des chondrocytes pour éviter que
ceux-ci deviennent hypertrophiques [166]. Ce dernier élément expliquerait peut être
pourquoi les patrons d’expression des deux gènes, lors du stade de différenciation des
doigts, sont très semblables au contour des doigts.
4.3 Cbfa-1
4.3.1 Développement
Durant le développement de l’axolotl, l’expression de Cbfa-1 ne débute qu’à un
stade très avancé. Il semble que ce gène soit exprimé qu’à partir du stade 43 et ce, en étant
restreint au niveau de la colonne vertébrale et du crâne de l’animal. L’expression au niveau
du crâne est due au rôle essentiel que semble tenir Cbfa-] dans le processus de fermeture
des fontanelles crâniennes. En effet, chez les souris mutantes nulles pour ce gène, une des
principales caractéristiques anatomiques est que les fontanelles ne se ferment pas [127]. À
un stade plus avancé, on constate une expression de Cbfa-] au niveau de toute la partie
antérieure de l’animal, c’est aussi ce qu’a remarqué Stricker et al.(2002) lors de l’étude de
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ce gène chez la souris [1301. Cette expression au niveau de la tête peut être expliquée par le
fait que pratiquement tous les os du crâne sont formés par le processus d’ossification
intramembranafre, processus impliquant la différenciation directe des cellules du
mésenchyme en ostéoblastes. Plusieurs études ont effectivement prouvé que Cbfa-] est
nécessaire au processus de différenciation des cellules mésenchymateuses ou
chondrocytaires en ostéoblastes. Ces études ont utilisé des mutants nuls pour prouver qu’en
l’absence de Cbfa-1, il n’y a pas formation de structure osseuse et ce, dans l’ensemble du
squelette de l’animal [77, 127, 1301. C’est d’ailleurs aussi ce qui pourrait expliquer la
présence de signal pour Cbfa-] au niveau de la colonne vertébrale où celui-ci participe, via
la différenciation des chondrocytes en ostéoblastes, au processus d’ossification des
vertèbres [129].
Durant les étapes de développement de la patte, on remarque une forte expression
de Cbfa-1 tout au long du processus. L’expression de Cbfa-] au cours des premiers stades
du développement de la patte, peut s’expliquer par le fait que ce gène semble être exprimé
lors de l’étape de condensation des cellules du mésenchyme, il participerait ainsi à la
différenciation des cellules précurseurs du cartilage et de l’os [124, 127, 150]. De plus,
Mundlos et aï. soulèvent l’hypothèse qu’il pourrait être impliqué dans le processus qui vise
à donner la bonne forme à certaines structures squelettiques [126]. Un peu plus tard au
cours du développement de la patte, c’est surtout au niveau de la partie distale des futurs
doigts que l’on observe le signal de Cbfa-J. À ce stade du développement des doigts, celui-
ci semble impliqué dans la coordination des évènements responsables de la prolifération et
de la maturation des chondrocytes [1671. Tel que discuté antérieurement, le bout des doigts
en formation est un lieu propice à la différenciation et la prolifération des chondrocytes.
Les stades de développement de la patte qui suivent sont caractérisés par une très forte
expression de Cbfa-1 au niveau des phalanges, métacarpes et de plusieurs autres os. Il
semble, selon l’analyse qu’en font Stricker et aÏ.(2002) chez la souris, que les régions de
forte expression correspondent à des zones responsables de la production des nouveaux
chondrocytes. Ces zones, correspondant au périchondrium, semblent approvisionner l’os en
formation d’éléments de structures [150]. Ces régions sont donc propices à des évènements
de condensation, maturation et prolifération des chondrocytes et, par le fait même, à
l’expression de Cbfa-] [150, 167]. De plus, l’expression que nous pouvons distinguer au
niveau de l’humérus, du radius et de l’ulna est sans doute due à la présence de structures
squelettiques plus matures (calcifiées) à ces endroits. Cette hypothèse est soutenue par Nye
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et al. qui ont observé, à ce stade du développement de la patte, la coloration de ces
structures au rouge alizarin qui détecte les tissus calcifiés [44J. Il a aussi été démontré que
Cbfa-1 est également exprimé au niveau des ostéoblastes et des chondrocytes
hypertrophiques chez la souris, cellules que l’on retrouve généralement à la diaphyse de
l’os en formation, région qui correspond à la partie plus mature de l’os [1341. De plus,
Cbfa-I semble posséder un rôle dans l’initiation et le maintient de l’état hypertrophique des
chondrocytes [134].
4.3.2 Régénération
Durant la régénération, l’expression de Cbfa-1 arrive plus tard que les autres gènes
étudiés jusqu’ici. L’absence de Cbfa-1 lors des stades tels le bourgeon primaire et le
bourgeon intermédiaire peut s’expliquer par le fait que ce n’est qu’au stade de la
différenciation des chondrocytes en ostéoblastes que son action est requise, contrairement
aux stades précédents où son rôle est beaucoup moins bien connu [1291. 11 serait donc
possible que Cbfa-1 soit exprimé plus tôt, mais que son signal soit de si faible intensité
qu’il reste indétectable avec la technique d’hybridation in situ que nous utilisons. C’est au
stade du bourgeon tardif que nous pouvons remarquer une très faible expression de Cbfa-]
au niveau de la partie proximale du blastème. À ce stade, il y a début de la différenciation
du cartilage au niveau du périoste de l’os amputé [14$], il n’est donc pas surprenant de
constater l’expression de Cbfa-1 dans cette région étant donné son rôle lors de la
différenciation des cellules chondrocytaires [128, 150]. Au stade de palette, on peut
constater que le patron d’expression de Cbfa-1 est semblable à celui que l’on retrouve lors
du développement de la patte, c’est-à-dire que le signal est concentré dans la partie distale
du blastème où apparaîtront les futurs doigts, de même qu’au niveau des métacarpes. Le
stade palette indique aussi le début de la différenciation du cartilage au niveau du squelette
zeugopodial de la patte et donc au niveau des os de l’avant-bras [14$]. L’expression de
Cbfa-J lors de ce stade est tout à fait justifiable, de par son rôle lors de ce processus [1281.
Un peu plus tard, lors du stade de différenciation des doigts, on peut remarquer que le
signal reflète encore ce que l’on avait obtenu lors du développement de la patte, c’est-à-dire
qu’on le retrouve aux extrémités distales des phalanges, au niveau du périchondrium des
métacarpes de même qu’aux diaphyses de certains os. Il se peut donc que l’expression de
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Cbfa-J relève de son implication lors de la différenciation des chondrocytes, de leur
prolifération de même qu’au niveau de la différenciation des ostéoblastes et du maintient
des chondrocytes hypertrophiques, cellules qui sont toutes deux responsables de la
calcification du tissu cartilagineux [77, 124, 128, 130, 134]. Il y a donc des évidences de
l’implication de Cbfa-] autant lors de la chondrogénèse que lors de la mise en place des
bases pour l’ossification et la calcification. Par contre, dans leur étude descriptive des
différents stades de régénération de l’axolotl, Tank et at.(1976) affirment que la partie
régénérée, malgré son apparence mature, va conserver assez longtemps un squelette
cartilagineux [14$]. Dans ce cas-ci, l’expression de Cbfa-1 dans les diaphyses serait
expliquée par la présence de chondrocytes hypertrophiés et non par celle des ostéoblastes
en différenciation [134]. L’expression plus faible de Cbfa-1 lors des stades de la
régénération comparée aux phases de développement de la patte, peut être due à une
différence de l’intensité d’expression de ce gène entre ces deux processus et à la présence
de tissus beaucoup plus matures sur la patte en régénération. Ce dernier élément implique la
présence de beaucoup plus de matrice extracellulaire et de couches de cellules pouvant
venir faire écran à des signaux de plus faible intensité.
Les résultats obtenus précedemment pour les études spatiales d’expression des trois
gènes à l’étude, nous confirment des patrons d’expression propres à chacun de même que
des signaux d’intensité particuliers aux gènes et au stade du développement ou de la
régénération chez l’axolotl. Des études complémentaires par RT-PCR sont planifiées pour
s’assurer de la correspondance des signaux observés à l’hybridation in situ et de ceux
observés lors des hybridations Northern pour tous les gènes.
4.4 Fractures jointes non-stabilisées et non-jointes non-stabilisées
L’axolotl possède une très grande capacité de régénérer la totalité des tissus
composant le membre amputé. Il est donc normal de se demander si cet animal est capable
de reformer certains éléments manquants de ses pattes. Dans le cas d’une fracture par
exemple : l’axolotl est reconnue pour régénérer les blessures de sa peau, il serait normal de
se poser la question si oui ou non l’axolotl utilisera la régénération pour « guérir» la
fracture. Les résultats obtenus lors de cette étude, nous prouvent que l’axolotl, tout comme
les autres vertébrés, guérit ses fractures non-stabilisées par le processus de formation de
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cale de cartilage qui sera ensuite remplacé par de la matrice osseuse [1391. On remarque
effectivement la formation progressive d’une enveloppe de cartilage autour du site de
fracture qui sera remplacé éventuellement par de l’os. Pour ce qui est des fractures non-
jointes de dimension critique, on a remarqué que l’axolotl est incapable de réparer l’espace
laissé entre les deux extrémités des os et ce même après sept mois. L’axolotl n’utilise donc
pas la régénération pour réparer ses fractures. Plusieurs expériences d’extirpations d’os de
la patte d’axolotl ont été réalisées, et une seule conclusion en ressort: l’axolotl adulte est
incapable de remplacer un os manquant [7J. On peut tenter de trouver des éléments de
réponses qui nous aiderait à comprendre pourquoi un animal doté d’un outil aussi puissant
que la régénération ne s’en sert pas dans les cas de fractures jointes ou non-jointes. Tout
d’abord, après la chirurgie causant la fracture, il n’y a pas de plaie ouverte comme à
l’amputation, il n’y a souvent aucun saignement et les tissus périphériques du site de
fracture ne subissent aucun traumatisme. Ce mode de chirurgie, ne permet pas la mise en
place de l’épithélium de guérison nécessaire au processus de régénération de par les
interactions épithélio-mésenchymateuses qu’ il crée [71. Cette explication n’est toutefois pas
suffisante, puisque lors de l’ablation d’une partie du coeur, les chirurgies sont exécutées de
façon semblable et l’axolotl régénère la partie manquante de son coeur [9]. Une autre
expérience semble soutenir l’hypothèse que l’amputation, crée un fort traumatisme des
tissus environnants qui est nécessaire pour régénérer les éléments squelettiques.
Effectivement, Goss (1969) a démontré que lorsque l’on ampute la patte dans la partie où
l’os a été extirpé, la section qui repousse contient l’autre moitié de l’os extirpé sans que la
base de l’os ne soit présente [7]. De plus, cette expérience démontre que les cellules
composant les structures squelettiques déjà en place, dans la partie restante de la patte
amputée, semblent peu impliquées dans le processus de la régénération [1561. Cette
hypothèse a été vérifiée lors de deux études portant sur l’axolotl. Lheureux (1971) et
l’équipe de Dunis (1961), ont démontré que suite à la greffe d’un morceau de peau (derme
et épiderme), sur un membre irradié qui est incapable de régénérer, il y a régénération
parfaite de toutes les structures sauf des muscles. Ces expériences démontrent qu’à elle
seule la peau possède tout ce qui est requis, sauf les cellules capables de faire les muscles,
pour assurer la régénération parfaite du membre [16$, 169]. La présence de cellules
dédifférenciées, ou capables de le faire au site d’amputation, est aussi un autre facteur qu’il
faut considérer. En effet, des expériences de fractures non-jointes chez le lapin ont
démontré que l’ajout de cellules de la moelle osseuse couplé à TGffl au site de fracture
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améliorent beaucoup les chances de guérison pour ce type de traumatisme [1421. De plus, il
semble nécessaire pour guérir une fracture qu’il y ait contact mécanique entre les deux
extrémités de l’os, ce contact permettrait d’initier les mécanismes de guérison [143]. En
plus de tous ces éléments pour tenter d’expliquer pourquoi l’axolotl est incapable de
régénérer les éléments de son squelette uniquement, il ne faut pas oublier l’action sans
doute essentielle des gènes lors des processus de guérison autant que de régénération. En
effet, comme il a été largement discuté plus tôt, certains gènes semblent avoir un rôle
essentiel lors du processus du développement de l’embryon ainsi que lors de la
régénération. Il en est de même pour la guérison des fractures, ainsi plusieurs études ont
attribué à certains gènes tels: les BMPs, Cbfa-1, les TGFfls, Ihh, etc. des fonctions
importantes lors de ce processus [139-141, 143]. Des études d’expression de certains de ces
gènes durant la guérison des fractures pourraient nous permettre de mieux comprendre ce
mécanisme chez l’axolotl et ainsi tenter de mettre en lumière les différences moléculaires
entre ce processus et celui de la régénération du membre.
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5 Conclusions et perspectives
Depuis plusieurs années déjà, l’axolotl est un animal qui suscite beaucoup de
fascination et, à n’en pas douter, continuera d’être un objet d’étude qui soulèvera des
questions encore très longtemps. En effet, très peu de choses sont connus sur les
mécanismes moléculaires qui permettent à cet animal de régénérer plusieurs de ces
structures. L’étude menée ici nous apporte quelques réponses sur certains des gènes
pouvant être impliqué dans le processus de régénération des structures osseuses.
L’étude de l’expression de Sox-9, nous a permis de constater que ce gène est
omniprésent autant lors du développement de l’axolotl que lors des différents stades de la
régénération de ses membres. De plus, son expression soutenue lors des derniers stades de
la régénération nous confirme l’implication de ce gène lors des processus de mise en place
du cartilage. Quant au gène PTHrP, il n’est exprimé qu’à des moments bien précis du
développement et son expression lors de la régénération est soutenue de l’apparition du
blastème jusqu’à la fin du processus. Il semble donc que PTHrP possède des rôles
complètement différents lors du développement et de la régénération, où il pourrait être
responsable de l’activation des ostéoclastes et du maintient de la prolifération de
chondrocytes. Le dernier gène étudié est Cbfa-], très peu présent lors du développement, il
est cependant exprimé très fortement lors des stades de développement de la patte (47-53).
Durant la régénération, le patron d’expression de ce gène ressemble beaucoup à celui
obtenu lors du développement de la patte. On peut donc penser que Cbfa-1 possède un rôle
certain dans la mise en place et le maintient à long terme des structures cartilagineuses
autant lors du développement que lors de la régénération. Un autre aspect du projet visait à
caractériser le processus de guérison des fractures jointes et non-jointes chez l’axolotl. Les
résultats obtenus nous confirme que l’axolotl guérit bel et bien ses fractures jointes comme
les autres vertébrés, c’est-à-dire par la formation d’un cale et que cet animal ne semble pas
en mesure de guérir ou même régénérer les fractures non-jointes.
Bien que l’étude effectuée nous a permis d’en apprendre davantage sur les
mécanismes de guérison des traumatismes osseux de même que sur les patrons
d’expression des trois gènes à l’étude durant la régénération, encore beaucoup de questions
restent sans réponse. Pour tenter de répondre à une partie de ces questions, des études plus
approfondies d’expression géniques et protéiques à l’aide de tissus sectionnés sur certaines
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parties de l’axolotl sont nécessaires. Ces études d’expression devraient porter autant durant
les différents stades de la régénération, du développement, qu’au cours des phases de
guérison osseuse pour compléter les études de caractérisation menées jusqu’ici. De plus, la
caractérisation de la fonction de $ox-9, PTHrP et Cbfa-], à l’aide de vecteurs viraux
fonctionnels chez l’axolotl, pourraient venir faire la lumière sur les véritables implications
de ces gènes durant ces processus.
9$
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Lexique
Cartilage permanent: type de cartilage qui ne s’ossifie jamais et que l’on retrouve au
niveau des jointures, du nez, des oreilles, etc.
Cartilage pnmordia: premier type de cartilage que l’on retrouve juste après la
condensation des cellules du mésenchyme
Cellules pénchondriales: généralement des cellules chondrocytaires que l’on retrouvent
dans l’enveloppe de l’os que l’on appelle périchondrium
Chondroclastes: cellules d’origine hématopoïétique qui sont responsables de la
dégradation de la matrice cartilagineuse
Chondrocytes: principale cellule composant le cartilage, elle sécrète la matrice de
collagène nécessaire à la formation du cartilage
Chondrocyte hypertrophique: représente le dernier stade de la différenciation des
chondrocytes, après ce stade, les chondrocytes entreront en apoptose et seront entourés
d’une matrice minéralisée
Chondrogénèse: Processus de formation du cartilage
Crête neurale: bande d’ectoderme spécialisée localisée de chaque coté de la plaque
neurale lors du développement embryonnaire
Cytoldnes: protéines qui permet la communication entre les cellules immunitaires et le
reste du corps.
Domaine digital, tarsial ou autopodial: partie le la patte de l’animal qui comprend la
main et les doigts
Domaine zeugopodial : partie de la patte de l’animal qui comprend l’avant-bras
Domaine stylopodial : partie de la patte de l’animal qui comprend le haut du bras du coude
jusqu’a l’épaule
Ostéoblaste: cellule qui sécrète la matrice osseuse
Ostéoclaste: cellule d’origine hématopoïétique qui est responsable de la résorption de la
matrice osseuse
Phagocyte: cellule d’origine hématopofétique, tels les macrophages qui est responsable de
retirer des débris cellules ou des bactéries
Plaque latérale: masse non-segmenté de mésoderme qui donne naissance au coelome
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Préchondrocyte ou précurseur chondrocytaire: cellule de mésenchymes destinée à se
différencier en chondrocytes
Sciérotome: portion de cellules mésenchymateuses embryonnaires qui donne au squelette
axial.
Stade pupal: stade de développement de certains insectes, où la larve s’entoure d’une
enveloppe de cuticule durant sa métamorphose
Tectum Synoticum (synofic): placque cartilagineuse qui recouvre plusieurs structures du
crâne, tel les placodes otiques et les région olfactives du cerveau de certains animaux
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Annexe 1 : Cartes des plasmides utilisés
Plasmide utilisé pour le clonage des produits de PCR (Invotrogen, CA)
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LacZu gene: bases 1-589
M13 Reverse priming site: bases 205-221
Sp6 prornoter: bases 239-256
Multiple Cloning Site: bases 269-383
T7 promoter: bases 406425
M13 (-20) Forward priming site: bases 433448
[1 origin: bases 590-1027
Kanamydn resistance ORF: bases 1361-2155
Ampicillin resistance ORF: bases 2173-3033
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-galactasidase fragment 463 816
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Plasmide utilisé pour l’excision des phages de la librairie d’ADNc (Stratagene, CA)
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